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Bei den Bemühungen, die Landwirtschaft in umweltverträglicher Weise effizienter zu machen,
werden zunehmend Wechselwirkungen zwischen Pflanzen und Mikroorganismen als bedeutende
Faktoren für Gesundheit, Wachstum und somit auch Ertrag der Pflanzen erkannt (Kloepper et al.
1980; Nehl et al., 1996). Von besonderer Bedeutung sind hierbei die Interaktionen im Bereich der
Pflanzenwurzeln (Lynch, 1990). Die Wurzeln beeinflussen den sie umgebenden Boden, die Rhizos-
phäre, in vielfältiger Weise. So ist eine sehr große Vielfalt an chemischen Komponenten bekannt, die
als Wurzelexsudate von den Pflanzenwurzeln abgegeben werden (Dandurand & Knudsen, 1997).
Zudem werden während des Wurzelwachstums Zellen von der Wurzelspitze abgelöst, die als Ener-
giequelle von Mikroorganismen genutzt werden können (Whipps, 1990). Da sich die Qualität und
Quantität der verfügbaren Substrate für Mikroorganismen in der Rhizosphäre deutlich von denen im
nicht durchwurzelten Boden unterscheiden, führt dies zur Etablierung einer unterschiedlichen mikro-
biellen Population in diesen Habitaten (Curl & Truelove, 1986; Whipps & Lynch, 1986). Daneben
wurden weitere Faktoren beschrieben, die die Zusammensetzung der mikrobiellen Rhizosphäre-
gemeinschaft beeinflussen, wie die Wasseraufnahme durch die Pflanze, Abgabe extrazellulärer
Enzyme und veränderte CO2- und O2-Partialdrucke in Abhängigkeit des pflanzlichen Stoffwechsels
(Bramwell et al., 1995). Andererseits beeinflussen auch Mikroorganismen in vielfältiger Weise die
Rhizosphäre, da sie wesentlich an der Mobilisierung und Nachlieferung von Nährstoffen für die
Pflanze beteiligt sind (Lynch, 1990). Durch die Abgabe von extrazellulären Enzymen, pflanzlichen
Wachstumshormonen und durch Ausbildung parasitischer oder mutualistischer Beziehungen zu der
Pflanze können Mikroorganismen positive oder negative Auswirkungen auf das Pflanzenwachstum
haben, je nachdem, welche Arten sich anreichern können (Dandurand & Knudsen, 1997; Bever et
al., 1997).
Aufgrund dieser komplexen Interaktionen ist ein verbessertes Verständnis der Pflanze-Bakterien
Assoziation erforderlich, insbesondere dann, wenn diese Assoziationen, z. B. durch die Inokulation
von Mikroorganismen, manipuliert werden sollen (Leung et al., 1994; Germida et al., 1998;
Marilley et al., 1998). So werden bei der Entwicklung neuer Konzepte zur umweltverträglichen Stei-
gerung pflanzlicher Erträge und zum Pflanzenschutz zunehmend auch pflanzenassozierte Mikro-
organismen gentechnisch verändert (Lindow et al., 1989). Aufgrund der engen Symbiose zu Legu-
minosen und der Fähigkeit zur Stickstoffixierung wurden und werden vor allem Bodenbakterien der
Gattung Rhizobium und Bradyrhizobium untersucht, in der Hoffnung, den Einsatz von künstlichem
Stickstoffdünger in der Landwirtschaft durch diese biologische Stickstoffixierung ersetzen zu können
(Lindow et al., 1989). Die Bakterien befinden sich bei dieser symbiontischen Beziehung in eigens
von der Wirtspflanze gebildeten Organen, den Wurzelknöllchen. Sie werden von der Wirtspflanze
mit Nährstoffen versorgt und geben im Gegenzug den von ihnen gebundenen Stickstoff an die
Wirtspflanze ab, so daß die Pflanze von einer Stickstoffdüngung unabhängig werden kann (Vincent,
1980). Der landwirtschaftliche Nutzen dieser Symbiose wurde schon frühzeitig erkannt; die Frei-
setzung von entsprechenden Mikroorganismen hat in der Landwirtschaft eine mehr als 100jährige
Tradition. Schätzungsweise werden heute weltweit jährlich 20 Millionen Hektar Leguminosen mit
nicht-gentechnisch veränderten Rhizobien inokuliert (Hirsch & Spokes, 1988).
Um die Effektivität dieser Symbiose zu steigern, werden in neuerer Zeit gezielt gentechnische Ver-
änderungen vorgenommen. So wurden Versuche zur Modifikation von nif-Genen beschrieben, die
das Enzym Nitrogenase zur Stickstoffixierung kodieren, ebenso wie von nod-Genen, die den Wirts-
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bereich und die Nodulationskapazität determinieren, von dct-Genen, die in dem Dicarboxylat-
mechanismus der Wurzelknöllchen involviert sind, von hup-Genen, die für Hydrogenasen kodieren
oder von weiteren Genen, die an der Biosynthese von Phytotoxinen beteiligt sind (Lindow et al.,
1989). Einige dieser Konstrukte wurden anhand von Freisetzungen in kleinem Maßstab auf ihr
Potential zur Steigerung des pflanzlichen Ertrages getestet (Amager & Delgutte, 1990; Ronson et
al., 1990; Drahos, 1991; Bosworth et al., 1994). Die zur Zeit verfügbaren Daten lassen allerdings
darauf schließen, daß nur unter sehr speziellen Bedingungen, wie Stickstoffmangel oder dem Fehlen
einer endogenen Rhizobienpopulation, positive Effekte auf das Pflanzenwachstum zu erwarten sind.
Die Freisetzung rekombinanter Mikroorganismen ist allerdings derzeit in vielen Ländern einge-
schränkt, da die Erkenntnisse über mögliche Risiken oder unerwünschte Effekte, die hierbei auftreten
könnten, noch gering sind (van Elsas et al., 1998). Besonders schwierig gestalten sich Unter-
suchungen über mögliche ökologische Auswirkungen in komplexen Habitaten wie Böden, weil die
Grundlagenkenntnisse in der mikrobiellen Ökologie über diese Habitate noch sehr begrenzt sind
(Knudsen, 1997; Øvreås & Torsvik, 1998).
In Deutschland wurden bisher nur zwei gentechnisch veränderte Mikroorganismenstämme, Sino-
rhizobium meliloti L1 und L33, freigesetzt. Die Freisetzungen erfolgten 1995 auf dem Gelände der
FAL Braunschweig (Niedersachsen) und 1997 in der Nähe von Straßmoos (Bayern). S. meliloti lebt
in Symbiose mit den Pflanzengattungen Luzerne (Medicago), Steinklee (Melilotus) und Bockshorn-
klee (Trigonella) und ist ubiquitär in Bodenhabitaten verbreitet (Hartmann et al,. 1998). Als
Symbiosepartner der wichtigen Futterpflanze Luzerne wird S. meliloti schon sehr lange landwirt-
schaftlich genutzt und ist deshalb bereits seit Jahren Gegenstand intensiver molekularbiologischer
und ökologischer Forschung (Keller et al., 1998). Die freigesetzten Stämme L33 und L1 wurden
durch Insertion eines konstitutiv exprimierenden luc-Genes des amerikanischen Leuchtkäfers
(Photinus pyralis) in das Chromosom des Wildtypstammes S. meliloti 2011 hergestellt (Selbitschka
et al., 1992; 1995). Hierdurch sind diese Stämme in der Lage, das Enzym Luziferase zu bilden, mit
dem Luziferin unter Lichtaussendung zu Oxyluziferin umgewandelt werden kann. Bei dem Stamm
L1 wurde das luc-Gen in das recA-Gen integriert, was zum Funktionsverlust des recA-Genes führte,
so daß dieser Stamm als Sicherheitsstamm untersucht werden konnte (Dammann-Kalinowski et al.,
1996). Der Stamm L33 unterscheidet sich außer der Biolumineszenzmarkierung nicht von dem
Wildtypstamm. Entsprechend konnten auch keine veränderten physiologischen oder ökologischen
Eigenschaften aufgezeigt werden (Dammann-Kalinowski et al., 1996). Durch die Luziferaseaktivität
kann aber im Gegensatz zu der Inokulation mit dem Wildtypstamm der veränderte Stamm eindeutig
nachgewiesen werden (Selbitschka et al., 1995). Dadurch ist es möglich, grundlegende Erkenntnisse
über Ausbreitung und Überleben dieses spezifischen Stammes auch in sehr komplexen Boden-
habitaten zu erlangen. Zudem kann dieser Stamm als Modellorganismus dienen, mit dem mögliche
Auswirkungen einer Freisetzung auf die bakterielle Gemeinschaft studiert werden können, ohne daß
sicherheitsrelevante Effekte zu befürchten sind. Die bislang vorliegenden Untersuchungsergebnisse
über die Inokulation dieser Stämme in einem Gewächshausversuch ergaben keine Beeinflussungen
der kultivierbaren bakteriellen Bodenpopulationen anhand von Zellzahlbestimmungen und Unter-
suchungen der Substratverwertungsspektren durch BIOLOG-Analysen (Schwieger et al., 1997).
In dieser Arbeit sollen unter anderem die Auswirkungen einer Inokulation von S. meliloti L33 auf die
bakterielle Gemeinschaft des Bodens, der Rhizosphäre und der Wurzeloberfläche (Rhizoplane) in
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Gewächshausversuchen untersucht werden. Aufgrund der hohen Komplexität der mikrobiellen Ge-
meinschaft gestaltet sich allerdings die Wahl geeigneter Untersuchungsmethoden generell als
schwierig. So ist für physiologische und ökologische Fragestellungen die Kultivierung der ent-
sprechenden Organismen eine grundlegende Voraussetzung. Durch Kultivierungsanalysen kann aller-
dings aufgrund der Selektivität der Nährmedien nur ein kleiner Teil der mikrobiellen Diversität erfaßt
werden (Amann et al., 1995; Liesack et al., 1997). Daher werden zunehmend kultivierungs-
unabhängige Techniken angewendet, bei denen anhand von molekularen Markern, wie der 16S
rRNA oder den entsprechenden kodierenden Genen („rRNA-Ansatz”: Olsen et al., 1986; Amann et
al., 1995), Mikroorganismen detektiert und identifiziert werden. Pace et al. (1986) und Olsen et al.
(1986) schlugen erstmals die Verwendung von 16S rRNA-Genen als molekularbiologische Marker
für kultivierungsunabhängige Untersuchungen bakterieller Populationen in Umwelthabitaten vor.
16S rRNA-Moleküle stellen dabei ideale phylogenetische Marker dar, da sie ein universelles Vor-
kommen, strukturelle und funktionelle Konserviertheit und trotz geringer Größe eine ausreichende
Sequenzdiversität aufweisen (Ludwig & Schleifer, 1994). Die umfangreiche Anwendung dieser und
weiterer molekularbiologischer Techniken führte zu einer eigenen Disziplin, der molekular-
biologischen Ökologie (Akkermans et al., 1995).
Anhand von DNA-Reassoziationsstudien konnten Torsvik et al. (1990) eine sehr hohe Diversität von
Bakterien in Bodenproben aufzeigen. Allerdings können mit dieser Methode, ebenso wie mit
DNA/DNA-Hybridisierungen (Lee & Fuhrman, 1990; 1991) keine Aussagen über die einzelnen
Mitglieder der Population gemacht werden (Muyzer et al., 1996). Daneben wurden unterschiedliche
Klonierungsstrategien durchgeführt, bei denen Genbibliotheken von rDNA-Fragmenten angelegt und
sequenziert wurden. Hierdurch ist es – aufbauend auf Studien von Woese (Woese & Fox, 1977;
Woese, 1987) – möglich, auch nicht-kultivierbare Mikroorganismen molekulartaxonomisch durch
vergleichende Sequenzanalysen der rRNA einzuordnen. Seit der ersten Studie an terrestrischen
Habitaten, bei der anhand von Klonbibliotheken 16S rDNA Sequenzen einer australischen Boden-
probe untersucht wurden (Liesack & Stackebrandt, 1992), erfolgten weltweit weitere Unter-
suchungen mit Hilfe dieser Strategie. Dies führte zum Nachweis von bisher unbekannten Bakterien
(Liesack & Stackebrandt, 1992; Ward-Rainey et al., 1995; Rheims et al., 1996; Borneman et al.,
1996, Borneman & Triplett, 1997) und zu der Erkenntnis, daß die in den Klonbanken am häufigsten
vorkommenden Sequenzen oft nicht den häufigsten Isolaten des selben Habitates entsprechen (Ward
et al., 1990; Weller et al., 1991; Fuhrman et al., 1992). Die Analyse von Klonbibliotheken er-
möglicht tiefere Einblicke in die phylogenetische Diversität mikrobieller Gemeinschaften, allerdings
sind diese Studien sehr zeit- und arbeitsaufwendig. Insofern sind Untersuchungen über die Dynamik,
die eine mikrobielle Gemeinschaft, z. B. durch saisonale Effekte oder Störungen des Habitates auf-
weisen kann, ebenso wie Analysen über einen langen Zeitraum mit diesen Techniken schwierig
(Muyzer & Smalla, 1998). Für solche Fragestellungen, die sich auf die Darstellung von Verände-
rungen in der mikrobiellen Gemeinschaft beziehen, bietet sich die Verwendung taxon-spezifischer
Sonden bei Dot-Blot-Hybridisierungen extrahierter Nukleinsäuren (z. B. Stahl et al., 1988; Raskin et
al., 1995) oder die Hybridisierung ganzer Zellen an (Übersicht bei Amann et al., 1995).
Einen weiteren alternativen Ansatz bieten die sog. Fingerprintmethoden, wie Gradienten-Gelelektro-
phoresen. Hierbei wird durch die Verwendung eines Gradienten denaturierender Chemikalien
(DGGE) oder eines Temperaturgradientens (TGGE) in einem Polyacrylamidgel eine sequenz-
abhängige Auftrennung von PCR-Produkten ermöglicht. Das durch die Auftrennung amplifizierter
rRNA/rDNA-Moleküle aus einem Nukleinsäureextrakt erhaltene Bandenmuster kann als
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„genetischer Fingerabdruck“ der bakteriellen Gemeinschaft angesehen werden (Muyzer & Smalla,
1998). In der vorliegenden Arbeit wurde die Temperatur Gradienten-Gelelektrophorese verwendet,
um bakterielle Populationen und deren Beeinflussungen zu beschreiben. Hierbei bieten T-/DGGE-
Analysen den Vorteil der relativ schnellen und einfachen Darstellung bakterieller Populationen. Inso-
fern kann hier der Vergleich mehrerer Proben mit vertretbarem Aufwand erfolgen, um Ver-
änderungen in der bakteriellen Gemeinschaft durch verschiedene Beeinflussungen, z.B. einer Ino-
kulation, darzustellen.
Neben der Erstellung von „Fingerabdrücken“ können zudem durch Sequenzierungen oder die Ver-
wendung von Sonden einzelne Banden näher charakterisiert werden. Hierdurch ist es möglich, die
erfaßten mikrobiellen Populationen näher zu beschreiben. So wurden bei relativ einfachen mikro-
biellen Gemeinschaften, z. B. mikrobielle Matten heißer Quellen oder Anreicherungskulturen,
einzelne T-/DGGE-Banden Isolaten oder Klonsequenzen zugeordnet (Ferris et al., 1996, 1997;
Teske et al., 1996; Santegoeds et al., 1996).
Seit der Einführung der DGGE in die mikrobielle Ökologie durch Muyzer et al. (1993) wurden T-
/DGGE-Analysen bei einer Vielzahl von Umweltproben eingesetzt (Übersicht bei Muyzer & Smalla,
1998). In mehreren Studien konnte gezeigt werden, daß T-/DGGE-Analysen eine sinnvolle Ergän-
zung zu anderen Methoden bei der Beschreibung mikrobieller Gemeinschaften darstellen, so z.B. in
Ergänzung zu BIOLOG-Studien (Engelen et al., 1998; El Fantrossie et al., 1999), zu Klonbanken
(Kowalchuk et al., 1997; Nüsslein & Tiedje, 1998), zu Reassoziations- und ARDRA-Analysen
(Øvreås et al., 1998; Øvreås & Torsvik, 1998) oder zu Untersuchungen mit Mikroelektroden (Ferris
et al., 1997; Santegoeds et al., 1998). Daneben stellt die Charakterisierung von mikrobiellen Ge-
meinschaften anhand von funktionellen Genen (Wawer & Muyzer, 1995; Rosado et al., 1998) eine
weitere sinnvolle Erweiterung des Anwendungsspektrums denaturierender Gradientengele dar. In
neuerer Zeit werden auch andere Fingerprintmethoden zur Untersuchung mikrobieller Gemein-
schaften angewendet. So wurden interessante Ansätze durch SSCP-Analysen an Boden- und
Rhizosphärehabitaten (Schwieger & Tebbe, 1998) oder durch RISA-Analysen an Bodenproben
demonstriert (Borneman & Triplett, 1997).
Der überwiegende Teil der bisher durchgeführten Fingerprintanalysen beschäftigt sich mit der Unter-
suchung von rDNA aus Umwelthabitaten, die Aussagen über die Präsenz mikrobieller Mitglieder der
Gemeinschaft zuläßt (Muyzer & Smalla, 1998). Einen alternativen Ansatz bietet hierzu die in dieser
Arbeit als Schwerpunkt durchgeführte Analyse der 16S rRNA-Fraktion, da angenommen wird, daß
hierdurch die Aktivität der bakteriellen Gemeinschaft reflektiert wird (Ward et al., 1992). Die
zugrundeliegende Vermutung, daß das Verhältnis der 16S rRNA zur rDNA von der zellulären
Aktivität abhängig ist, beruht auf einer Vielzahl von Studien, bei denen gezeigt werden konnte, daß
der Ribosomengehalt und damit der rRNA-Gehalt linear oder zumindest annäherungsweise propor-
tional zur Wachstumsrate verschiedenster Mikroorganismen ist (Rosset et al., 1966; Dortch et al.,
1983; Bremer & Dennis, 1987; DeLong et al., 1989; Srivastava & Schlessinger, 1990; Neidhardt et
al., 1990; Kerkhof & Ward, 1993; Poulsen et al., 1993; Wagner, 1994; Binder & Liu, 1998). Da
theoretisch die gleiche Menge an Ribosomen aus einer bestimmten Population erhalten werden kann,
wenn die Population zwar zahlenmäßig dominiert, aber nur eine geringe Aktivität aufweist oder
wenn die Population nur eine geringe Zelldichte, dafür aber eine sehr hohe Aktivität aufweist,
schlugen Ward et al. (1992) vor, die Abundanz der Ribosomen einzelner mikrobieller Mitglieder als
eine Funktion der Anzahl der einzelnen individuellen Zellen und ihrer Wachstumsrate zu verstehen.
Erstmals bei T-/DGGE-Analysen wurde dieser rRNA-Ansatz von Teske et al. (1996b) bei der
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Untersuchung sulfatreduzierender Bakterien in einem dänischen Fjord angewandt. Hierbei konnten
zwei starke Banden nur in dem RNA-Muster, jedoch nicht in dem DNA-Muster aufgezeigt werden,
woraus die Autoren schlossen, daß hier zwei bakterielle Populationen mit sehr hoher Aktivität, aber
nur geringer Zellzahl vorlagen. Daneben erfolgten weitere rRNA-T/DGGE Analysen bisher nur an
wenigen weiteren Habitaten, wie im menschlichen Gastrointestinaltrakt (Zoetendal et al., 1998) und
in einem niederländischen Bodenareal (Felske et al., 1997, 1998), wobei die Autoren durch den Ver-
gleich der rDNA- und rRNA-Muster ebenfalls Rückschlüsse auf die unterschiedliche Struktur und
Aktivität einzelner bakterieller Populationen zogen.
Allerdings ist bei einem Vergleich der rRNA-Muster die zeitliche Komponente zu berücksichtigen.
So wurde in mehreren Arbeiten eine zeitliche Verzögerung des Ribosomenab- und aufbaus zu Beginn
und am Ende einer Hungerphase in Abhängigkeit der untersuchten Bakterienspezies und dem
physiologischen Zustand der Zellen beschrieben (Flärdh et al., 1992; Kramer & Singleton, 1992;
Wagner et al., 1995; Fegatella et al., 1998). Insgesamt erfolgte nach den bisherigen Studien die An-
passung an wechselnde Umweltbedingungen wie Nährstoffverfügbarkeit oder Tag-Nacht-Zyklen bei
phototrophen Organismen (Kramer & Singleton, 1993) durch einen veränderten Ribosomengehalt in
einem relativ engen Zeitraum, auch wenn die Adaptation wenige Tage dauern kann. Die in dieser
Arbeit erfolgten Untersuchungen erstreckten sich über erheblich längere Zeiträume; Beeinflussungen
in der bakteriellen Gemeinschaft durch verschiedene Faktoren wurden erst im Abstand von mehreren
Wochen durch den Vergleich der resultierenden TGGE-Muster analysiert.
Bei der Interpretation der rRNA-Muster ist zudem zu bedenken, daß der Ribosomengehalt bei ver-
schiedenen Spezies in der gleichen Wachstumsphase unterschiedlich groß sein kann (Fegatella et al.,
1998). Beispielsweise wiesen exponentiell wachsende E. coli-Zellen bei einer Generationszeit von
100 min ca. 6700 Ribosomen auf (Bremer & Dennis, 1987), demgegenüber konnten in nicht-
wachsende Vibrio-sp. Zellen nach 96 h Hungerzeit bedingt durch Kohlenstoffmangel noch ca. 8000
Ribosomen pro Zelle nachgewiesen werden (Flärdh et al., 1992). Eine Änderung im RNA bzw.
Ribosomengehalt einer Zelle weist jedoch auf eine veränderte physiologische Aktivität hin (Neidhardt
et al., 1990). Insofern ist anzunehmen, daß die bei einem Vergleich von TGGE-Mustern
detektierbaren Änderungen im RNA-Gehalt einer bestimmten Population Rückschlüsse auf die Be-
einflussung der Aktivität und / oder der Abundanz einzelner bakterieller Mitglieder zulassen. Auf-
bauend auf dieser Annahme wurden auch in dieser Arbeit RNA-TGGE-Muster verglichen, um
Veränderungen in bakteriellen Populationen darzustellen.
Allerdings gestaltet sich der Vergleich einer Vielzahl von Bandenmustern als schwierig. Eine Mög-
lichkeit der Darstellung von Veränderungen in TGGE-Bandenmustern ist die Berechnung von Diver-
sitätsindices, die bei ökologischen Fragestellungen häufig angewendet wird (Atlas, 1984). Eichner et
al. (1999) berechneten die aus dem TGGE-Muster resultierende Diversität durch den Shannon-Index
anhand der Anzahl und relativen Intensität der Banden eines Musters. Die Autoren konnten dabei
eine deutliche Abnahme der Diversität in einer Aktivschlammprobe als Folge einer Phenol-
behandlung aufzeigen, da die Komplexität der Bandenmuster drastisch reduziert wurde. Wenn aller-
dings als Folge einer Beeinflussung der mikrobiellen Gemeinschaft die Komplexität des Banden-
musters nicht beeinflußt wird, sondern z.B. einige der auf der TGGE darstellbaren Sequenzen in
ihrer Abundanz zunehmen, während andere abnehmen, so sind diese Änderungen nicht durch die
Berechnung von Diversitätsindices darstellbar (Mahaffee & Klöpper, 1997).
Um auch diese, in der Regel weniger drastischen Änderungen in den T-/DGGE-Mustern zu erfassen,
war es ein Teilaspekt dieser Arbeit, die Gelauswertung in Form von Dendrogrammen durchzuführen.
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Hierbei sollten die relativen Musterverwandtschaften dargestellt werden, wobei neben der
Einbeziehung des spezifischen Migrationsverhaltens und der Anzahl der Banden auch deren Inten-
sität zu berücksichtigen war. Bei der oben erwähnten Untersuchung von Aktivschlammproben
(Eichner et al., 1999) konnte das vielversprechende Potential dieses Ansatzes bei Verwendung einer
vergleichbaren Auswertungssoftware schon ansatzweise gezeigt werden.
Grundsätzlich ist bei der Beschreibung mikrobieller Gemeinschaften und deren Beeinflussung durch
Fingerprintmethoden zu berücksichtigen, daß diese Methoden Limitierungen und mögliche Fehler-
quellen aufweisen (Muyzer & Smalla, 1998). Ein Aspekt dieser Arbeit war daher die Optimierung
und Weiterentwicklung der TGGE-Methodik, unter anderem durch die Entwicklung neuer Primer-
kombinationen, durch die das Beobachtungsfenster der Analysen variiert werden kann. Ein anderer
Schwerpunkt lag auf der Untersuchung von Limitierungen, die die Darstellung der bakteriellen Ge-
meinschaft und ihrer Veränderung begrenzen. Besonders wichtig ist dies, wenn die Untersuchungs-
methoden – wie in der vorliegenden Arbeit – im Rahmen der Sicherheitsforschung angewendet
werden, da eventuell vorhandene und möglicherweise sicherheitsrelevante Effekte einer Freisetzung
von modifizierten Organismen nicht detektiert werden können.
In neuerer Zeit hat sich zunehmend die Erkenntnis durchgesetzt, daß Untersuchungen in einem poly-
phasischen Ansatz erfolgen sollten, um mikrobielle Populationen und deren Beeinflussung möglichst
umfassend zu beschreiben (Liesack et al., 1997; Santegoeds et al., 1998). In dieser Arbeit wurde
daher die TGGE-Analyse in das Verbundprojekt „Vergleichende Analyse der mikrobiellen
Population in der Rhizosphäre von Luzerne mit und ohne Beeimpfung durch Sinorhizobium meliloti
Wildtyp und gentechnisch veränderter Stämme” (Bundesministerium für Bildung und Forschung,
Projektnr. 0311-224 bis 226) einbezogen. In diesem Projekt wurden die mikrobiellen Populationen
der Luzernewurzeln zusätzlich durch Anlegen von Klonbanken (S. Weidner, A. Pühler; Universität
Bielefeld), fluoreszenz-in situ-Hybridisierungen und laserscanning-mikroskopische Untersuchungen
(B. Mogge, M. Lebuhn, A. Hartmann; GSF-Neuherberg) sowie durch kultivierungsabhängige
Studien (R. Pukall, A. Götz, E. Stackebrandt; DSMZ Braunschweig) untersucht. Hierbei bot ein
Vergleich der Ergebnisse der Charakterisierung der TGGE-Bandenmuster mit denen der anderen
Untersuchungsmethoden zudem die Möglichkeit, zu untersuchen, in welchem Ausmaß TGGE-
Analysen geeignet sind, die bakterielle Gemeinschaft eines Habitates darzustellen. Die Unter-
suchungen erfolgten in zwei aufeinanderfolgenden Jahren, wobei im ersten Jahr die Charakteri-
sierung der bakteriellen Gemeinschaften der Habitate Boden, Rhizosphäre und schwerpunktmäßig
der Rhizoplane von Luzerne durchgeführt wurde. Im folgenden Jahr wurden Luzernepflanzen zu-
sätzlich mit dem S. meliloti Wildtypstamm 2011 und dem gentechnisch markierten Stamm L33
inokuliert und die bakteriellen Gemeinschaften im Vergleich zu denen von nicht-inokulierten
Luzernehabitaten analysiert, um die Auswirkungen einer Inokulation auf die bakterielle Gemein-
schaft zu untersuchen.
Eine Bewertung der detektierbaren Auswirkungen auf die bakterielle Gemeinschaft gestaltet sich
allerdings derzeit als schwierig, unter anderem deshalb, weil erst wenig über die Variabilität mikro-
bieller Gemeinschaften bekannt ist (Doyle et al., 1995). Aus diesem Grund erfolgten zusätzliche
Untersuchungen über das Ausmaß der Veränderungen in bakteriellen Gemeinschaften durch natür-
liche Faktoren. Hierdurch sollte es möglich sein, die ermittelte natürliche Variabilität in Relation zu
den Auswirkungen einer Inokulation mit S. meliloti L 33 zu setzen. Als natürliche Faktoren, die die
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bakterielle Gemeinschaft beeinflussen können, wurden die Pflanzenart, der Boden und die Aus-
wirkungen der zeitliche Entwicklung von Luzerne untersucht. Die Beeinflussungen durch den Faktor
Pflanze wurde anhand von TGGE-Untersuchungen der bakteriellen Gemeinschaft von Luzerne im
Vergleich zu denen anderer Leguminosen (Bohne und Klee) und Nicht-Leguminosen (Roggen) er-
mittelt. Die verwendeten Bodentypen unterschieden sich in ihrem endogenen Sinorhizobium-Titer,
um zusätzlich das Vorhandensein einer endogenen Population auf die Auswirkungen einer Inokula-
tion zu untersuchen (siehe Stacey, 1985). Aufgrund des großen Probenumfanges war bei dieser
Untersuchung die Charakterisierung einzelner TGGE-Banden nicht möglich, so daß hier der Ver-
gleich der TGGE-Muster anhand von Clusteranalysen erfolgte. Diese Studien wurden ebenfalls in
Gewächshäusern durchgeführt und erfolgten in Zusammenarbeit mit der FAL Braunschweig (R.
Miethling, C. Tebbe). In dieser Arbeitsgruppe wurden die Auswirkungen einer Inokulation mit L33
auf die bakterielle Gemeinschaft der Rhizosphäre von Roggen und Luzerne in den verschiedenen
Bodentypen anhand von BIOLOG- und FAME-Analysen untersucht. Durch den Vergleich der
Ergebnisse dieser „Community-level“-Methoden mit denen der TGGE bot sich zudem die Möglich-
keit, die Anwendbarkeit bzw. die Aussagekraft der Clusteranalysen von TGGE-Bandenmustern bei
ökologischen oder sicherheitsrelevanten Fragestellungen darzustellen.
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2. Material und Methoden
2.1 Versuchsansätze
Die in dieser Arbeit durchgeführten Untersuchungen bakterieller Gemeinschaften erfolgten in Ge-
wächshausversuchen, in denen Pflanzen in drei verschiedenen landwirtschaftlich genutzten Böden
angezogen und zu unterschiedlichen Zeiten beprobt wurden. Die Böden stammten von einer Ver-
suchsfläche auf dem Gelände der Forschungsanstalt für Landwirtschaft in Braunschweig („FAL-
Boden”), einer Versuchsfläche auf dem Gelände der Biologischen Bundesanstalt in Braunschweig
(„BBA-Boden”) und einer Versuchsfläche in Straßmoos (Niederbayern, „STM-Boden”). Neben den
Kennzahlen der Versuchsböden (s. Tab. 1) unterschieden sich die Böden auch in ihrer landwirt-
schaftlichen Nutzung. Während im Jahr zuvor der FAL- und der BBA-Boden brach lagen, wurde auf
dem STM-Boden Luzerne angebaut.
Da der FAL-Boden in allen durchgeführten Versuchsansätzen verwendet wurde, erfolgte die
Bodenentnahme jeweils in demselben Bereich der Versuchsfläche. Ebenso wurden in allen Versuchen
Luzernesamen (Medicago sativa var. Europe) derselben Charge benutzt. Zur Befüllung der Mikro-
kosmen wurden die jeweiligen Böden aus den obersten 0-15 cm (Ap-Horizont) der Versuchsfelder
entnommen und mittels eines mit Ethanol (70%) gesäuberten Spatens durchmischt, grobe Partikel
wie Steine und Pflanzenwurzeln (hauptsächlich Löwenzahn und verschiedene Süßgräser) entfernt
und gleichmäßig auf die Mikrokosmen verteilt. Nach 24 h Lagerung in den Gewächshäusern wurden
die nicht oberflächensterilisierten Pflanzensamen ausgesät.
Insgesamt wurden zwei mal zwei aufeinander aufbauende Versuchsansätze mit folgenden Unter-
suchungsschwerpunkten durchgeführt:
- Charakterisierung der bakteriellen Gemeinschaft der Rhizoplane von Luzerne
- Charakterisierung der Beeinflussung der bakteriellen Gemeinschaft der Luzerne durch eine
Inokulation mit dem S. meliloti Wildtypstamm 2011 und dem gentechnisch veränderten Stamm
L33
- Untersuchung des Ausmaßes der Beeinflussung der bakteriellen Gemeinschaft durch eine
Inokulation mit S. meliloti L33 an der Wirtspflanze Luzerne im Vergleich zu Roggen in ver-
schiedenen Bodentypen
- Untersuchung der natürlichen Variabilität der bakteriellen Gemeinschaft von Luzerne in Abhän-
gigkeit des Alters der Wirtspflanze und bei verwandten Pflanzen
 
 
• Charakterisierung der bakteriellen Gemeinschaft der Rhizoplane von Luzerne
 Im Rahmen des Verbundprojektes „Vergleichende Analyse der mikrobiellen Population in der
Rhizosphäre von Luzerne mit und ohne Beimpfung durch Sinorhizobium meliloti Wildtyp und gen-
technisch veränderten Stämmen” wurde zunächst die bakterielle Gemeinschaft der Luzerne näher
charakterisiert und anschließend mögliche, durch eine Inokulation mit S. meliloti bedingte Ver-
änderungen in den bakteriellen Gemeinschaften analysiert.
 Hierzu wurde im ersten Jahr Luzerne in kleinen Mikrokosmen (6x6x8 cm) in je ca. 220 gr FAL-
Material und Methoden 9
Boden angezogen, wobei 4 Samen je Topf ausgesät wurden. Nach 6 Wochen Wachstum in einem
Gewächshaus der Universität Bielefeld erfolgte die Probenahme (Kap. 2.2).
 
• Charakterisierung der Beeinflussung der bakteriellen Gemeinschaften der Luzerne
durch eine Inokulation mit dem S. meliloti Wildtypstamm 2011 und dem gen-
technisch veränderten Stamm L33
 Ausgehend von der im ersten Jahr erfolgten Charakterisierung der bakteriellen Gemeinschaft inner-
halb dieses Verbundprojektes wurde im folgenden Jahr in einem Gewächshaus der GSF Neuherberg
Luzerne unter vergleichbaren Bedingungen ebenfalls in FAL-Boden angezogen. Zusätzlich wurde
jeweils ein Drittel der Mikrokosmen mit dem Wildtypstamm S. meliloti 2011 bzw. mit dem gen-
technisch veränderten Stamm L33 inokuliert. Hierzu wurden die Zellen durch B. Mogge nach An-
zucht in TY-Flüssigmedium abzentrifugiert und in sterilem Leitungswasser aufgenommen. Durch
vorsichtiges Ausgießen der Suspension auf die Bodenoberfläche erfolgte die Inokulation für beide
Stämme mit je 106 Z/gr Boden Feuchtgewicht (=2,2x108 Z/Mikrokosmos).
 Nach 6 Wochen erfolgte die Probenahme und -aufarbeitung wie im Vorjahr.
 
• Untersuchung des Ausmaßes der Beeinflussung der bakteriellen Gemeinschaft
durch eine Inokulation mit S. meliloti L33 an der Wirtspflanze Luzerne im Ver-
gleich zu Roggen in verschiedenen Bodentypen
 In Kooperation mit R. Miethling (FAL Braunschweig) wurde im ersten Jahr ein Gewächshaus-
versuch auf dem Gelände der FAL durchgeführt, in dem in großen Mikrokosmen (ca. 40x30x20cm)
zwei verschiedene Bodentypen (FAL- und STM-Boden) mit je zwei verschiedenen Pflanzen –
Luzerne und Roggen (Secale cereale) – beprobt wurden. Zur besseren Durchwurzelung des Bodens
und zur Vermeidung von Staunässe wurde zunächst eine ca. 5 cm hohe Kiesschicht (Kiesdurch-
messer ca. 3-4 cm) in die Mikrokosmen gefüllt, welche anschließend mit je ca. 36 kg des ent-
sprechendes Bodens gefüllt wurden. Pro Mikrokosmos wurden 12,5 gr Roggensamen (ca. 500
Samen) bzw. 2 gr Luzernesamen (ca. 1000 Samen) ausgesät. Jeweils die Hälfte der Mikrokosmen
wurde zusätzlich mit dem gentechnisch veränderten Stamm Sinorhizobium meliloti L33 inokuliert.
Hierzu wurden die Zellen durch R. Miethling nach Anzucht in R2A-Medium zentrifugiert, in
sterilem Leitungswasser aufgenommen und eine Zellzahl von ca. 2,4 x 108 Z/ml eingestellt. Die
Inokulation der entsprechenden Mikrokosmen erfolgte durch vorsichtiges Ausbringen von 150 ml
Zellsuspension pro Mikrokosmos, was 106 Z/gr Boden Feuchtgewicht bzw. 3,6x1010 Z/Mikrokosmos
entsprach. Ein Kontrollansatz z.B. mit autoklavierten Zellen wurde nicht durchgeführt, da ange-
nommen wurde, daß nach einem mehrwöchigen Wachstum Effekte durch den Nährstoffeintrag der
inokulierten Zellen an sich nicht mehr relevant sind, zumal die Zellen zuvor in Wasser aufgenommen
wurden.
 Insgesamt lagen somit folgende Versuchsvarianten vor:
 
 -Luzerne in FAL-Boden, nicht-inokuliert und inokuliert mit S. meliloti L33;
 -Luzerne in STM-Boden, nicht-inokuliert und inokuliert mit S. meliloti L33;
 -Roggen in FAL-Boden, nicht-inokuliert und inokuliert mit S. meliloti L33;
 -Roggen in STM-Boden, nicht-inokuliert und inokuliert mit S. meliloti L33.
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 Jede Versuchsvariante wurde in 4 Parallelen durchgeführt, wobei die insgesamt 32 Mikrokosmen als
randomisierte Blockanlage angeordnet wurden. Zur Vermeidung von Kontaminationen wurden die
nicht-inokulierten von den mit L33 inokulierten Mikrokosmen durch eine Trennwand räumlich ge-
trennt.
 Nach 10 Wochen, zum Zeitpunkt der Blüte der Luzernepflanzen, erfolgte die Probenahme der
Luzernemikrokosmen, nach 11 Wochen die der Roggenmikrokosmen (s. Kap. 2.2).
 
• Untersuchung der natürlichen Variabilität der bakteriellen Gemeinschaft von
Luzerne in Abhängigkeit des Alters der Wirtspflanze und bei verwandten Pflanzen
 Aufbauend auf diesem Versuch wurde im zweiten Jahr ein Gewächshausversuch auf dem Gelände
der BBA durchgeführt, um die Variabilität der bakteriellen Gemeinschaften einerseits im Verlauf des
Wirtspflanzenwachstums und andererseits an nahe verwandten Pflanzen wie Bohne (Phaseolus
vulgaris, var. Tilla) und Rotklee (Trifolium pratense) als weiteren Leguminosen zu untersuchen.
Zusätzlich wurde als weiterer Bodentyp BBA-Boden mit in die Untersuchungen einbezogen. Um eine
möglichst hohe Reproduzierbarkeit im Vergleich zu dem im Vorjahr durchgeführten Versuch zu
gewährleisten, wurde der FAL- Boden im gleichen Monat und bei vergleichbaren Feuchtigkeits-
verhältnissen vom Versuchsfeld entnommen und in die oben beschriebenen, großen Mikrokosmen
gefüllt. Ebenso wurden soweit als möglich identische Gewächshausbedingungen eingestellt. Die Aus-
saat von Klee und Bohne erfolgte analog zu den Luzerne-Mikrokosmen, wobei 2,5 gr Kleesamen (ca.
1000 Samen) bzw. 24 Bohnensamen im FAL-Bodentyp ausgesät wurden.
 Folgende Versuchsvarianten wurden, jeweils in 4 Parallelen, durchgeführt:
 
 -Luzerne in FAL-Boden, Beprobung nach 2, 4, 6, 8 und 10 Wochen;
 -Luzerne in BBA-Boden, Beprobung nach 10 Wochen;
 -Bohne in FAL-Boden, Beprobung nach 8 Wochen;
 -Klee in FAL-Boden, Beprobung nach 11 Wochen.
 
 Die relativ frühe Beprobung der Mikrokosmen mit Bohnen ergab sich durch die sehr schnelle Ent-
wicklung der Pflanzen, die schon in der 8. Woche teilweise erste Anzeichen von Welke aufwiesen.
 Die Anordnung der insgesamt 32 Mikrokosmen erfolgte auch hier in Form einer randomisierten
Blockanlage.
 
 Tab. 1: Kennzahlen der Versuchsböden
  FAL-Boden  STM-Boden  BBA-Boden





 Nitrat [mg N/kg Boden]  1,23-4,31*  61,91  2,03
 Ammonium [mg N/kg Boden]  0,41-2,62*  2,36  0,4
 pH  6,5  5,9  5,6
 Organischer Kohlenstoff  7,94  9,62  n.u.
 n.u.: nicht untersucht
 * Die Werte geben die Schwankungsbreite der Stickstoffwerte im FAL-Boden bei den verschiedenen
Versuchsansätzen wieder.
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 2.2 Probenahme
 
 In allen Versuchsansätzen wurden jeweils die Fraktionen Boden, Rhizosphäre und Rhizoplane unter-
sucht.
Obwohl die Rhizosphäre als der von den Pflanzenwurzeln beeinflußte Bodenbereich definiert wird,
gestaltet sich die Betrachtung dieser Region getrennt von der Rhizoplane und vom nicht durch-
wurzelten Boden experimentell schwierig, da sich dieser Bereich in der Regel nur über wenige Milli-
meter erstreckt und zudem eine relativ große Dynamik im Verlauf der pflanzlichen Wachstumsphase
aufweist (Campell & Greaves, 1990). Die Definition der unterschiedlichen Habitate ist somit durch
die jeweilige Methodik zur Gewinnung der Bakterien aus den entsprechenden Habitaten bedingt
(Tate, 1995; Mahaffee & Kloepper, 1997). In dieser Arbeit wurden die Habitate Rhizosphäre und
Rhizoplane durch ein Extraktionsprotokoll definiert, welches im Rahmen des Verbundprojektes ent-
wickelt wurde. Die Effizienz der Extraktion, d.h. die Ablösung der Bakterien von der Wurzel-
oberfläche, wurde anhand von laserscanning-mikroskopischen Analysen an der GSF Neuherberg
dargestellt. Es zeigte sich, daß auch fest an der Wurzeloberfläche anhaftende Bakterien durch die bei
dieser Methode erfolgte mehrfache mechanisch-chemische Extraktion zur Gewinnung der
Rhizoplanefraktion sehr effizient abgetrennt werden konnten. Zellzahlbestimmungen der extrahierten
Bakterien der verschiedenen Extraktionsschritte ergaben, daß ca. 90% aller Bakterien von der
Wurzeloberfläche ablösbar waren. Zudem bestätigten DAPI-Färbungen, daß nach erfolgter Wasch-
prozedur nur noch in den seltensten Fällen Bakterien auf der Wurzel nachgewiesen werden konnten
(B. Mogge, pers. Mitteilung).
 Hierbei wurden neben mechanischen Verfahren (Stomacher-Blender) zur Ablösung von Bakterien
von der Wurzeloberfläche auch chemische Agenzien eingesetzt: Chelex 100 (Bio-Rad, München)
führt zu einer Änderung der polyvalenten Kationenkonzentration durch Austausch von polyvalenten
Kationen, die an Bodenkolloiden adsorbiert sind, gegen monovalente Kationen. Die Kombination
dieses Ionen-Austauschers mit den ebenfalls verwendeten Detergenzien Natriumcholat und PEG
(Polyethylenglykol), die eine Ablösung von hydrophoben (z.B. lipopolysaccarid- und lipidhaltigen)
Materialien bewirken, führt zur Dispersion von Bodenpartikeln und zur Ablösung von Zellen ohne
stärkere Beschädigung (Bakken & Lindahl, 1995).
 
 In den Versuchsansätzen bei Verwendung kleiner Mikrokosmen im Rahmen des Verbundprojektes
wurden je Versuchsvariante (nicht inokuliert, inokuliert mit L33 bzw. WT 2011) sowohl der Boden
als auch die Pflanzenwurzeln aus den entsprechenden Mikrokosmen jeweils vereint und daraus eine
Sammelmischprobe gewonnen, die an die einzelnen Projektpartner aufgeteilt wurde.
 Bei Verwendung der großen Mikrokosmen wurden die jeweils vier parallelen Versuchsvarianten
hingegen nicht vermischt, sondern es wurden unabhängige parallele Aufarbeitungen durchgeführt,
indem aus jedem Mikrokosmos der Boden bzw. die Pflanzenwurzeln jeweils in Form von Sammel-
proben gewonnen wurden. Hierbei wurden die Wurzeln vorsichtig aus den Böden herausgelöst und
der Boden soweit wie möglich abgeschüttelt. Jeweils getrennt nach Mikrokosmen wurde zusätzlich
das Feucht- und Trockengewicht der nicht für die Aufarbeitung benötigten Wurzeln und Sprosse
ermittelt. Zudem wurde in diesen Versuchsansätzen auch das Ausmaß der Wurzelnodulation be-
stimmt. Hierzu wurden von 10 Pflanzenwurzeln aus jedem Mikrokosmos (40 Wurzeln pro Ver-
suchsvariante) das Verhältnis der nodulierten zu den nicht-nodulierten Wurzeln bestimmt.
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 Die Aufarbeitung der verschiedenen Fraktionen erfolgte in allen Versuchsansätzen in gleicher Weise:
 Nachdem in Vorversuchen empirisch die einzusetzende Probenmenge für eine erfolgreiche Analyse
der mikrobiellen Gemeinschaften der Fraktionen Rhizosphäre und Rhizoplane ermittelt worden war,
wurden 4 gr mittels einer sterilen Schere in kleinere Stücke unterteilte Wurzeln in Falcon-Röhrchen
eingewogen und zweimal in 40 ml NaCl-Lösung (0,89%) 2 min horizontal geschüttelt. Die beiden
Überstände wurden vereint und filtriert (Porengröße 0,8 mm), um feinere Wurzeln abzutrennen. Das
nach der anschließenden Zentrifugation (4°C, 8000 g, 10 min) gewonnene Pellet stellte die Fraktion
der Rhizosphäre dar.
 Zur Gewinnung der Rhizoplane-Fraktion wurden die so gewaschenen Wurzeln in einen sterilen
Stomacherbeutel überführt, mit 20 ml 0,1% Na-Cholat versetzt und zweimal 120 sec auf höchster
Stufe im Stomacher-Blender (Stomacher 400, Seward) homogenisiert. Bei der Aufarbeitung der
Rhizoplanefraktionen aus den kleinen Mikrokosmen im Rahmen des Verbundprojektes wurden aller-
dings die gewaschenen Wurzeln in jeweils ein-Gramm-Portionen in sterile Stomacherbeutel über-
führt, mit den beschriebenen Lösungsvolumina behandelt und anschließend die entsprechenden
Homogenisate vereint.
 Die Homogenisate mit den Wurzeln wurden in einen 100 ml-Erlenmeyerkolben mit 0,4 gr Chelex-
100 und 0,5 gr PEG-6000 überführt und 1 h bei 4°C gerührt. Die erhaltenen Überstände wurden auf
Eis gelagert und die Wurzeln erneut zweimal wie beschrieben im Stomacher-Blender homogenisiert
und 1 h gerührt, wobei bei diesen beiden Behandlungen den Erlenmeyerkolben nur noch 0,5 gr PEG
zugesetzt wurde. Die erhaltenen Überstände wurden vereint und durch sterile Gaze (70 µm) filtriert.
Zur Abtrennung feiner Wurzelhaare wurde bei den Probenaufarbeitungen im Rahmen des Verbund-
projektes eine weitere Filtration durch Spritzenfilter (5µm) vorgenommen. Dieses war auf Grund des
stark vergrößerten Probenumfanges aus technischen Gründen bei den beiden anderen Versuchs-
ansätzen nicht möglich. Die Filtrate wurden anschließend 10 min (4°C, 8000 g) zentrifugiert und das
so gewonnene Pellet als Rhizoplanefraktion bezeichnet.
 Für die Analyse der Bodenfraktion wurde nach Entnahme der Pflanzenwurzeln der verbleibende
Boden mit einer Schaufel durchgemischt. Der Boden wurde gesiebt (Siebporengröße: 0,8 mm) und je
2 gr für die Nukleinsäureextraktion eingesetzt.
 
 Die Lösungen bzw. Pellets wurden während aller Arbeitsschritte gekühlt gelagert, wobei eine längere
Lagerung vermieden wurde, um einen möglichen Abbau von Ribosomen in den Bakterien einzu-
schränken. Aus diesem Grund erfolgte auch direkt im Anschluß die Extraktion der Nukleinsäuren,






 2.3.1 Extraktion von Ribosomen zur Gewinnung von rRNA
 
 Wie bei der Extraktion von DNA sind auch für die Extraktion von rRNA aus Umweltproben ver-
schiedene Protokolle publiziert (Hahn et al., 1990; Moran et al., 1993, Selenska-Pobell, 1995). Das
hier angewendete Protokoll zur Gewinnung von rRNA wurde von A. Felske (Felske et al., 1996)
entwickelt. Durch die Extraktion von Ribosomen kann rRNA von hoher Reinheit gewonnen werden,
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zudem bietet es die Möglichkeit einer parallelen Direktextraktion von genomischer DNA. Nach nicht
erfolgreichen Anwendungen anderer Protokolle zur Extraktion von RNA wurde zu Beginn dieser
Arbeit dieses Protokoll so modifiziert, daß auch aus verschiedenen Bodentypen rRNA in zufrieden-
stellender Qualität und Quantität gewonnen werden konnte.
 Im folgenden sei ein kurzer Überblick über das Protokoll gegeben: Die Ribosomen wurden durch
Zellaufschluß in einem Zellhomogenisator („Bead-Beater”) freigesetzt und in einem Puffer durch die
Anwesenheit von Magnesiumionen und Polyvinylpyrrolidon (PVP) stabilisiert. Als Blockierungs-
Reagenz für Huminsäuren wurde zusätzlich Rinderserumalbumin eingesetzt. Durch sukzessive Zen-
trifugation erfolgte die Abtrennung eines Großteils der Bodenmatrix und eine Aufkonzentrierung der
Ribosomen. Nach Phenolextraktionen und Ethanolpräzipitation konnte die so gewonnene rRNA in
der Regel direkt in enzymatische Prozesse eingesetzt werden.
 
 Extraktionsprotokoll für die Isolierung von rRNA (mod. nach Felske et al., 1996):
 
 TPM-Puffer
 Tris-HCL (pH 7,5) 50 mM
 Polyvinylpyrrolidon 25 1,7%
 Magnesiumchlorid 10 mM
 
 TN 150-Puffer
 Tris-HCl, pH 8,0 10 mM
 Natriumchlorid 150 mM
 
 TMC-Puffer
 Tris-HCL, pH 7,5 10 mM
 Magnesiumchlorid 5 mM













 DNase aus Kälber-Pankreas 1 U/µl
 (Promega, Madison, USA)
 
 Natriumacetat Lösung




 Um eine mögliche Aktivität von RNasen zu minimieren, wurden alle Arbeitsschritte bei der Isolie-
rung von RNA gekühlt durchgeführt, ebenso wurden alle Lösungen mit Diethylpyrocarbonat-
(DEPC) behandeltem Wasser angesetzt und anschließend sterilisiert. Alle benötigten Gefäße und
Materialien wurden mit RNase-hemmenden Detergenzien („RNase-away” Roth, Karlsruhe) be-
handelt und vor dem Sterilisieren mit DEPC-behandeltem Wasser gespült.
 
 (I) Zellaufschluß und Abtrennung von Bodenresten:
 Sterile, mit 4 gr Glasperlen (170-180 µm) gefüllte „Bead-Beater”-Schüttelflaschen wurden mit 5 ml
TPM-Puffer, 250 µl BSA-Additiv und der entsprechenden Probe befüllt (2 gr Boden bzw. das aus
der Waschung von 4 gr Wurzeln resultierende Pellet der Fraktionen Rhizosphäre und Rhizoplane)
und im Eisbad vorgekühlt. Der Zellaufschluß erfolgte innerhalb von 90 sec im MSK-Zell-
homogenisator (Braun, Melsungen) bei 4.000 U/min. Das Lysat wurde in vorgekühlte Zentrifugen-
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röhrchen (Polycarbonat-Röhrchen, 16 ml) überführt und weitere Lysatreste mit TPM-Puffer aus der
Schüttelflasche gewaschen und dazugegeben. Mittels Zentrifugation (15.000 g, 15 min, 4°C) wurden
Glasperlen, Bodenpartikel und Zellreste abgetrennt und der Überstand zur weiteren Entfernung von
Bodenpartikeln und Huminstoffen erneut zentrifugiert (30.000 g, 30 min, 4°C).
 
 (II) Ribosomen-Isolierung:
 Der erhaltene Überstand wurde vorsichtig in Ultrazentrifugationsröhrchen (Polyallomer-Röhrchen,
11 ml) überführt und die Ribosomen durch eine Ultrazentrifugation (100.000 g, 135 min, 2°C)
pelletiert. Der Überstand wurde zur Extraktion genomischer DNA verwendet (s. parallele DNA-Ge-
winnung, Kap. 2.3.2).
 Die Ultrazentrifugationsröhrchen mit den Ribosomen-Pellets wurden mit 490 µl TN 150-Puffer und
10 µl VRC-Lösung sowie einem kleinen Magnet-Rührkern versetzt. Durch vorsichtiges Rühren
(etwa 30-45 min) auf einem Magnetrührer wurde das Pellet in einem Eisbad suspensiert.
 
 (III) Gewinnung ribosomaler RNA:
 Die Ribosomen-Suspension wurde in ein Eppendorfreaktionsgefäß (1,5 ml) überführt, mit 400 µl
Phenol-Chloroform-Isoamylalkohol versetzt, mehrfach invertiert und die Phasen anschließend in
einer Tischzentrifuge getrennt (13.000 U/min, 5 min). Die wäßrige Phase wurde in ein neues Eppen-
dorfreaktionsgefäß (1,5 ml) überführt, mit 1 ml abs. Ethanol und 50 µl Natriumacetat versetzt und
bei -70°C über Nacht gefällt.
 Die RNA wurde durch Zentrifugation (14.000 U/min, 4°C, 30 min) pelletiert und mit 500 µl Ethanol
(70%) gewaschen. Das Pellet wurde in einer Vakuumzentrifuge getrocknet und in 100 µl TMC-
Puffer aufgenommen. Ein DNase-Verdau erfolgte durch die Zugabe von 5 µl DNase-Lösung und
Inkubation für 30 min bei 37°C. Dieser enzymatisch behandelte Ansatz wurde mit 400 µl TN 150-
Puffer versetzt und die Phenol-Extraktion in gleicher Weise wiederholt. Nach einer anschließenden
gleichartigen Extraktion mit 400 µl Chloroform-Isoamylalkohol (24:1) erfolgte eine erneute Ethanol-
präzipitation mit anschließender Pelletierung und Waschung mit Ethanol (70%). Das Pellet wurde
nach der Trocknung in einer Vakuumzentrifuge in 50 µl TE (pH 8,0) aufgenommen, aliquotiert und
bei -70°C gelagert. Ein Teil der Aliquots wurde mit DEPC-behandeltem Glyzerin (1:1) versetzt und
anschließend bei -20°C gelagert. Dadurch sank der Gefrierpunkt der Lösung auf unter -20°C, so daß
mögliche Schädigungen der rRNA durch Auftauen und Einfrieren vermieden wurden. Nach Optimie-
rung der Amplifikationsbedingungen (s. Kap. 2.5.2.2) konnte die so aufgearbeitete rRNA ohne





 2.3.2 Extraktion von DNA aus Umweltproben
 
 Die Extraktion und Aufreinigung von DNA wurde nach verschiedenen Protokollen durchgeführt (s.
Kap. 3.1). Nachdem ein Verfahren entwickelt wurde, mit dem einerseits DNA in ausreichender
Reinheit für anschließende molekularbiologische Analysen gewonnen werden konnte und das
andererseits eine Vergleichbarkeit mit der extrahierten rRNA zuläßt, wurde dieses Verfahren für alle
Versuchsansätze angewandt.
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 Standard-Protokoll für die Extraktion und Aufreinigung genomischer DNA:
 Parallele DNA-Extraktion (mod. nach Felske et al., 1996) mit anschließender Aufreinigung
 
 TN 500-Puffer
 Tris-HCL (pH 8,0) 10 mM




 Natriumacetat (pH 5,2) 3 M
 
 Phenol (TE-Puffer gesättigt) pH 8,0
 
 
 Der Überstand der Ultrazentrifugation zur Pelletierung von Ribosomen (s. Kap. 2.3.1) wurde in ein
Zentrifugenröhrchen (Polypropylen, 50 ml) überführt, mit 1/10 Vol. Natriumacetat-Lösung sowie 3
Vol. abs. Ethanol versetzt und bei -70°C über Nacht inkubiert.
 Durch eine Zentrifugation (10.000 g, 30 min, 4°C) wurde die DNA präzipitiert und das Pellet in
500
 
µl TN-500 Puffer durch vorsichtiges Vortexen suspensiert. Die Suspension wurde in ein Eppen-
dorfreaktionsgefäß (1,5 ml) überführt, mit 400 µl Phenol/Chloroform/Isoamylalkohol (25:24:1) ver-
setzt und mehrfach invertiert. Die durch Zentrifugation (13.000 U/min, 2 min) abgetrennte wäßrige
Phase wurde in ein neues 1,5 ml Eppendorfreaktionsgefäß überführt und diese Extraktion zweimal
wiederholt. Abschließend erfolgte in gleicher Weise eine Extraktion mit 200 µl Chloro-
form/Isoamylalkohol (24:1). Die schließlich abgenommene wäßrige Phase wurde mit 1 ml abs.
Ethanol versetzt, der Ansatz gemischt und bei -70°C für 30 min inkubiert. Durch eine Zentrifugation
(14.000 U/min, 30 min, 4°C) wurde die DNA pelletiert und mit 500 µl Ethanol (70%) gewaschen.
Das Pellet wurde in einer Vakuumzentrifuge getrocknet und in 50 µl TE-Puffer aufgenommen. Die
so gewonnene DNA war in der Regel allerdings noch so stark verunreinigt, daß weitere Auf-
reinigungen nötig waren.
 Aufgrund der hohen und gut reproduzierbaren Aufreinigungseffizienz erwies sich eine Behandlung
über Wizardsäulen mit dem „Wizard DNA clean-up-System” (Promega Corporation Madison, USA)
am geeignetsten. Die Aufreinigung beruht auf dem spezifischen Bindungsvermögen der DNA an
Silika-Partikel und erfolgte nach Anleitung der Herstellerfirma, wobei ein Vakuumerzeuger zu Hilfe
genommen wurde. Die aufgereinigte DNA wurde anschließend in 50 µl TE-Puffer aufgenommen und
stand nun für weitere Analysen zur Verfügung.
 
 
 2.3.3 Extraktion von DNA aus Reinkulturen
 (Pitcher et al., 1989; mod. Nach S. Meier-Bethke, persönliche Mitteilung)
 
 GES-Puffer
 Guanidiniumisothiocyanat 5 M
 EDTA (pH 8,0) 100 mM
 N-Laurylsarcosin 0,5%
 
 Einzelne Kolonien von auf festen Nährmedien angezogenen Reinkulturen wurden in 500 µl GES-
Puffer homogenisiert. Bei Anzucht der Reinkulturen in flüssigen Nährmedien wurden 1,5 ml der
Kultur zentrifugiert (14.000 U/min, 3 min), das Pellet in 100 µl TE-Puffer resuspendiert und eben-
falls in Eppendorfreaktionsgefäßen mit 500 µl GES-Puffer versetzt. Nach Zugabe von 0,4 gr Glas-
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perlen (Durchmesser 100 µm) erfolgte der Zellaufschluß innerhalb von 30 sec durch Schütteln im
MSK-Zellhomogenisator (Braun, Melsungen) in den Eppendorfreaktionsgefäßen. Das Lysat wurde
mit 250 µl Ammoniumacetat-Lösung (7,5 M) versetzt und 10 min auf Eis inkubiert. Nach Zugabe
von 500 µl Chloroform/Isoamylalkohol (24:1) erfolgte eine Zentrifugation (14.000 U/min, 15 min,
4°C). Der Überstand wurde mit 500 µl Isopropanol versetzt und erneut zentrifugiert (14.000 U/min,
15 min, 4°C). Das resultierende Pellet wurde 5mal mit je 500 µl Ethanol (70%) gewaschen und je-
weils für 20 sec zentrifugiert (9000 U/min). Anschließend wurde das Pellet in einer Vakuum-
zentrifuge getrocknet und in 30 µl TE-Puffer aufgenommen.
 
 
 2.4. Konzentrationsbestimmungen von Nukleinsäuren
 
• Photometrische Bestimmung der Nukleinsäure-Konzentration
 Die photometrische Bestimmung der Nukleinsäure-Konzentrationen aus Reinkulturen erfolgte mit
einem DU 50 Spektralphotometer (Beckman, München). Geringere Mengen an Nukleinsäuren
wurden mit dem Dyna-Quant 200-Fluorimeter (Hoefer, Pharmacia Biotech, San Franscisco, USA)
gemessen.
 
• Bestimmung der DNA-Konzentration über Gelelektrophorese
 Geringe DNA-Konzentrationen, wie sie z.B. nach der Extraktion von DNA aus Umweltproben vor-
lagen, konnten photometrisch nicht gemessen werden. Eine Mengenabschätzung erfolgte durch
elektrophoretische Auftrennung in einem Agarose-Gel durch Vergleich der Fluoreszenzintensität von
Gelbanden nach Anfärbung mit Ethidiumbromid im Vergleich zu einem Standard mit bekannten






 Die Polymerase-Kettenreaktion (PCR) ist eine gängige und effiziente Methode zur enzymatischen
Amplifikation von DNA-Fragmenten. Sie hat sich in den letzten Jahren, ausgehend von der Erstbe-
schreibung durch Saiki et al. (1985) zu einer molekularbiologischen Standardmethode entwickelt.
 Durch Verwendung von Primern, die an hochkonservierten Sequenzen der 16S rDNA binden, sog.
„universelle” oder „generelle” Primer, sollte es möglich sein, bakterielle Sequenzen aus ver-
schiedenen taxonomischen Gruppen in einer Mischprobe zu vervielfältigen. Dagegen bietet die Ver-
wendung von „spezifischen” Primern, die gezielt nur bei bestimmten Gruppen an definierten Be-
reichen der 16S rDNA binden, die Möglichkeit, selektiv einzelne bakterielle Gruppen in einer Um-
weltprobe zu amplifizieren und analysieren.
 Jeweils einer der hier verwendeten Primer eines Paares wies am 5 -´Ende eine sogenannte GC-
Klammer (G- und C- reiche Sequenz aus ca. 40 Nukleotiden) auf, die während der PCR an die am-
plifizierte Zielsequenz angehängt wurde. Durch diese Modifikationen erhöht sich die thermische Sta-
bilität der damit hergestellten PCR-Produkte, was ein besseres Trennverhalten in der nachfolgenden
TGGE nach sich zieht (s. Kap. 2.6).
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 Die in dieser Arbeit eingesetzten universellen Primer F984 und R1346 wurden von B. Engelen ent-
wickelt (Felske et al., 1996; Engelen, 1998). Daneben wurden im Verlauf dieser Arbeit weitere uni-
verselle Primer mit verschiedenen GC-Klammern getestet, sowie spezifische Primer, die gezielt
Nukleinsäuren von Sinorhizobien und verwandten Sequenzen amplifizieren sollten (Abb. 1). Primer-
entwicklung und Untersuchung auf Eignung der entstehenden DNA-Fragmente für die TGGE-
Analyse werden in Kap. 3.2 detailliert behandelt.
 
 
 Tab.2 Verwendete Primer und GC-Klammersequenzen (5 -´3  ´Richtung)
 GC-Klammern
GC-1 CGC CCG GGG CGC GCC CCG GGC GGG GCG GGG GCA CGG GGG G
 (Engelen, 1998)
 




F984 AAC GCG AAG AAC CTT AC 
 E. coli Position: 968-984
 
 F984-GC GC1-Klammer-AAC GCG AAG AAC CTT AC
 (Felske et al., 1996; Engelen, 1998)
 
 F26 GAG AGT TTG ATC CTG GCT CA  
 E. coli Position: 7-26
 
 F26-GC GC1-Klammer- GAG AGT TTG ATC CTG GCT CA
 
• Rückwärtsprimer
 R1346 TAG CGA TTC CGA CTT CA
 E. coli Position: 1330-1346
 (Felske et al., 1996; Engelen, 1998)
 
 R519 GTA TTA CCG CGG CTG CT
 E. coli Position: 519-535
 
 R519-GC1 GC1-Klammer-GTA TTA CCG CGG CTG CT




 R1463 GCT GAC CCT ACC GTG GTT
 E. coli Position: 1463-1481
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 F26-Amplifikation von Eubakterien-R518           F984-Amplifikation von Eubakterien-R1346
 
                                                      16S rRNA / 16S rDNA
 
                                                                    F984-Amplifikation von S. meliloti und verwandten Sequenzen-R1463




• Präparative Polyacrylamid-Gelelektrophorese zur Überprüfung der vollständigen
Synthese der GC-Klammer bei PCR-Primern
 
 Bei der kommerziellen Synthese von relativ langen und GC-reichen Oligonukleotiden, wie die Primer
mit GC-Klammern, besteht die Möglichkeit der Bildung unvollständiger GC-Klammern. Die Verkür-
zung der GC-Klammer kann in einer nachfolgenden TGGE-Analyse die vermehrte Bildung von ein-
zelsträngiger DNA bedingen (Engelen, 1998). Zur Kontrolle der Qualität der neuentwickelten Primer
wurden diese einer Elektrophorese in einem Acrylamid-Gel (16%) unterzogen, wobei Primer mit
unvollständigen GC-Klammern mehrere Banden zeigten. Hierdurch war es möglich, nur diejenigen
Primer für eine Amplifikation zu verwenden, die sich durch eine vollständige GC-Klammer aus-
zeichneten.
 
 Gellösung (50 ml)
 Acrylamid 15,2%
 Bisacrylamid 0,8%
 Harnstoff 7 M
 in 1x TBE-Puffer
 
 Die Polymerisation wurde durch Zugabe von 24 µl TEMED und 350 µl Ammoniumpersulfat-
Lösung (10%) gestartet und erfolgte über Nacht bei Raumtemperatur. Die zu überprüfenden Primer
(400 pmol) wurden vor dem Auftragen durch Erhitzen auf 100°C für 5 min in Formamid und Ab-
kühlen auf Eis denaturiert. Die Elektrophorese erfolgte bei 150 Volt innerhalb von 16 h in 1x TBE-
Puffer. Die Oligonukleotide wurden anschließend durch eine Silberfärbung (s. Kap. 2.6.2.) detek-
tiert, wobei die Inkubationszeiten für Färbung und Entwicklung verdoppelt wurden.
 
 
 2.5.2 Amplifikation von Nukleinsäuren
 
 Die in der Literatur beschriebenen Protokolle zur Amplifikation von 16S rDNA- und 16S rRNA-
Extrakten mit den hier benutzten Primernpaaren (Felske et al., 1996, Engelen, 1998) führten bei den
in dieser Arbeit untersuchten Umweltproben nicht zu einer erfolgreichen Amplifikation. Daher
mußten hierfür, ebenso wie für die Amplifikation mit den neu entwickelten Primerpaaren, die
Konzentrationen der einzelnen Komponenten in den RT-PCR und PCR-Reaktionen sowie die Art des
Temperaturverlaufes optimiert werden. Nach Einstellung der Amplifikations-Parameter wurden diese
dann für alle Versuche fest verwendet.
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 2.5.2.1 PCR zur Amplifikation von Abschnitten der 16S rDNA
 
 Genomische DNA sowohl von Reinkulturen als auch von Umweltproben wurde unter den nach-
folgend beschriebenen Bedingungen mit dem AmpliTaq DNA Polymerase-Stoffelfragment und
Puffer-Kit von Perkin-Elmer (Applied Biosystems, Weiterstadt) amplifiziert. Allerdings erfolgte die
Amplifikation der DNA von Reinkulturen oder Klonsequenzen nur mit 30 Zyklen.
 Die Verwendung von denaturierenden Agenzien, wie DMSO, führt einerseits zu einer Minimierung
von unspezifischem Primerannealing in der PCR, andererseits kann es die präferenzielle Amplifi-
kationen von Sequenzen mit unterschiedlich hohen G+C-Gehalten vermindern (Übersicht bei v.
Wintzingerode et al., 1997). Da in komplexen mikrobiellen Gemeinschaften der G+C-Gehalt der
rDNA-Sequenzen stark variieren kann, wurde DMSO in allen PCR-Reaktionen eingesetzt. Zudem
war in den Nukleinsäureextrakten aus Umweltproben der Anteil an inhibitorischen Substanzen noch
relativ hoch, so daß bei allen PCR-Reaktionen von Umweltproben BSA eingesetzt wurde, da diese




• Amplifikation mit den Primern F984-GC und R1346
 
 PCR-Reaktionsansatz (50µl) PCR-Temperaturprogramm
 Tris-HCL (pH 8,3) 10 mM Stufe 1 5 min bei 94°C
 KCl 10 mM
 MgCl2 3 mM Stufe 2 90 sec bei 94°C
 DMSO (vol/vol) 5% (35 Zyklen) 40 sec bei 61°C
 dNTP je 100 µM 40 sec bei 70°C
 Primer je 20 pmol
 Ampli Taq DNA Polymerase 5U Stufe 3 5 min bei 70°C
 BSA (in Umweltproben) 0,01%
 
• Amplifikation mit den Primern F984-GC und R1463
 
 PCR-Reaktionsansatz (50µl) PCR-Temperaturprogramm
 Tris-HCL (pH 8,3) 10 mM Stufe 1 5 min bei 94°C
 KCl 10 mM
 MgCl2 3mM Stufe 2 90 sec bei 94°C
 DMSO (vol/vol) 5% (35 Zyklen) 40 sec bei 61°C
 dNTP je 100 µM 40 sec bei 70°C
 Primer je 15 pmol
 Ampli Taq DNA Polymerase 5U Stufe 3 5 min bei 70°C
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• Amplifikation mit den Primern F26 und R519-GC2
 
 PCR-Reaktionsansatz (50µl) PCR-Temperaturprogramm
 Tris-HCL (pH 8,3) 10 mM Stufe 1 3 min bei 94°C
 KCl 10 mM
 MgCl2 3,5 mM Stufe 2 40 sec bei 94°C
 DMSO (vol/vol) 5% (33 Zyklen) 40 sec bei 51°C
 dNTP je 200 µM 40 sec bei 70°C
 Primer je 20 pmol
 Ampli Taq DNA Polymerase 5U Stufe 3 5 min bei 70°C
 BSA (in Umweltproben) 0,01%
 
• Amplifikation mit den Primern F26 und R519-GC1
 
 PCR-Reaktionsansatz (50µl) PCR-Temperaturprogramm
 Tris-HCL (pH 8,3) 10 mM Stufe 1 5 min bei 94°C
 KCl 10 mM
 MgCl2 3,5 mM Stufe 2 90 sec bei 94°C
 DMSO (vol/vol) 7,5% (10 Zyklen) 30 sec bei 62°C
 dNTP je 200 µM 40 sec bei 70°C
 Primer je 15 pmol Jeden 2. Zyklus 1°C tiefer bis 58°C
 Ampli Taq DNA Polymerase 5U
 BSA (in Umweltproben) 0,01% Stufe 3 90 sec bei 94°C
(25 Zyklen) 30 sec bei 57°C
40 sec bei 70°C
 
 Stufe 4 5 min bei 70°C
 
• Amplifikation mit den Primern F26-GC und R519
 
 PCR-Reaktionsansatz (50µl) PCR-Temperaturprogramm
 Tris-HCL (pH 8,3) 10 mM Stufe 1 3 min bei 94°C
 KCl 10 mM
 MgCl2 3,5 mM Stufe 2 90 sec bei 94°C
 DMSO (vol/vol) 5% (35 Zyklen) 40 sec bei 58°C
 dNTP je 150 µM 40 sec bei 70°C
 Primer je 15 pmol
 Ampli Taq DNA Polymerase 5U Stufe 3 5 min bei 70°C
 BSA (in Umweltproben) 0,01%
 
 Der Reaktionsansatz wurde nach Zugabe der DNA-Zielsequenzen (Reinkulturen: etwa 1 ng/µl, Um-
weltproben: 1µl der extrahierten DNA, wobei die Extrakte aus den Habitaten der Rhizosphäre und
Rhizoplane in einer Verdünnung von 1:10 eingesetzt wurden, s. Kap. 3.1) mit 50 µl PCR-Öl ver-
sehen und in einem Hybaid Omni-Gene Temperatur Cycler amplifiziert. Hierbei wurden die Proben
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erst dann in das Gerät gestellt, nachdem die Denaturierungstemperatur der Stufe 1 erreicht war.
 Die Abschätzung der Konzentration und Qualität der erhaltenen PCR-Produkte erfolgte durch eine
Elektrophorese in einem 1,5%-igen Agarosegel mit anschließender Ethidiumbromidfärbung.
 
 Für Analysen, bei denen geringere Amplifikatmengen benötigt wurde (z.B. bei der Analyse von
Reinkulturen) wurde der PCR-Reaktionsansatz auf 25µl halbiert. Wurden als PCR-Zielsequenzen
statt genomischer DNA bakterielle Zellen eingesetzt, erfolgte der Denaturierungsschritt in Stufe 1
des Temperaturprogrammes bei 94°C für 10 min.
 
 Die Amplifikation der Nukleinsäuren mit den Primerpaaren F984-GC/R1463 und F984-GC/R1346
erfolgte unter relativ hohen Annealingtemperaturen von 61°C, um zum einen eine genügend hohe
Spezifität des Primers R1463 zu gewährleisten (s. Kap. 3.2.2). Zum anderen stellte sich heraus, daß
der Primer R1346 eine zweite Bindungsstelle im Bereich der 16S rDNA besitzt. Neben der eigent-
lichen Bindungsstelle 1330 bis 1346 (E. coli-Numerierung) weist die 16S-rDNA einen weiteren
konservierten Abschnitt (1489-1505, E. coli-Numerierung) auf, der teilweise komplementär zum
Primer R1346 ist (Engelen, 1998). Diese teilweise Komplementarität, die das besonders kritische 3 -´
Ende des Primers betrifft, führt bei Verwendung von Annealingtemperaturen von unter 59°C zur
zusätzlichen Amplifikation eines längeren Abschnittes der 16S-rDNA. Dieses Amplifikat war im
Agarose-Gel zusätzlich zu der Bande mit erwarteter Länge als schwächere Nebenbande detektierbar.
Durch das Heraufsetzen der Annealingtemperatur auf 61°C und die Verwendung von DSMO ließ
sich allerdings die Amplifikation dieser unerwünschten längeren Sequenz vermeiden.
 
 
 2.5.2.2 RT-PCR zur Amplifikation von Abschnitten der 16S rRNA
 
 Bei der reversen Transkriptions-PCR (RT-PCT) wird der eigentlichen PCR-Reaktion ein reverser
Transkriptionsschritt vorgeschaltet, durch den ein komplementärer DNA-Strang (cDNA) anhand der
vorliegenden RNA-Matrize erstellt wird. Sobald eine zu amplifizierende rRNA-Probe allerdings
noch DNA enthält, würde diese DNA-Verunreinigung ebenfalls zu einem Amplifikat führen. Daher
wurde standardmäßig eine Kontroll-PCR durchgeführt, die sicherstellt, daß das Amplifikations-
produkt auf rRNA- und nicht auf rDNA-Sequenzen zurückzuführen ist.
 Zur Amplifikation bakterieller ribosomaler RNA-Sequenzen wurden im Laufe dieser Arbeit zwei
verschiedene reverse Transkriptasen benutzt, deren Verwendung in Kap. 3.6.4 dargestellt wird.
 Die hauptsächlich verwendete hitzestabile rTth-DNA Polymerase aus dem thermophilen Bakterium
Thermus thermophilus zeigt in Anwesenheit von Mangan-Ionen eine zusätzliche reverse
Transkriptase-Aktivität (Myers & Gelfand, 1991). Die hohe Reaktionstemperatur von 70°C er-
möglicht eine Lösung von Sekundärstrukturen der zu amplifizierenden rRNA und führte nach Opti-
mierung der Reaktionsbedingungen zu hohen Amplifikationsraten. Vor allem durch Erhöhung der
Polymerasekonzentration und erneute Zugabe des Rückwärtsprimers nach erfolgter reverser
Transkription konnte die Produktausbeute deutlich erhöht werden.
 Allerdings erwies sich dieses Enzym als relativ sensibel gegenüber Verunreinigungen in Umwelt-
RNA-Proben, die zu einer Hemmung der Reaktion führten. Bei den offensichtlich stärker verun-
reinigten rRNA-Proben, die zu einem späteren Zeitpunkt der Arbeit zur Untersuchung der natür-
lichen Variabilität der bakteriellen Gemeinschaft von Luzerne analysiert werden sollten (Kap. 3.6.4),
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mußte aus diesem Grund eine weniger Hemmstoff-sensible reverse Transkriptase verwendet werden.
Hierbei zeigte die M-MLV-reverse Transkriptase aus dem Moloney Murine Leukemia Virus gute
Amplifikationsraten.
 
 Nach Optimierung der RT-PCR-Protokolle der jeweiligen Enzyme erfolgte die Amplifikation
ribosomaler RNA-Sequenzen der jeweiligen Proben in gleicher Weise.
 
• Standardamplifikation mit der rTth DNA Polymerase (Perkin Elmer, Applied Biosystems,
Weiterstadt)
 
 RT-Reaktionsansatz für den reversen Transkritionsschritt (10µl)
 Tris-HCl (pH 8,3) 10 mM
 KCl 90 mM
 MnCl2 1 mM
 DMSO (vol/vol) 5%
 dNTP je 250 µM
 Rückwärtsprimer 7,6 pmol
 rTth DNA polymerase 2,5 U
 
 PCR-Additiv zur Amplifikation der cDNA (40µl) PCR-Temperaturprogramm
 Tris-HCl (pH 8,3) 10 mM Stufe 1 1 min bei 94°C
 KCl 100 mM
 MgCl2 3 mM Stufe 2 15 sec bei 94°C
 EGTA 0,75 mM (35 Zyklen) 20 sec bei 56°C
 Glyzerin (vol/vol) 5% 40 sec bei 68°C
 Tween 20 (Vol/vol) 0,05 %
 dNTP je 50 µM Stufe 3 5 min bei 70°C
 Vorwärtsprimer 7,6 pmol
 Rückwärtsprimer 2,6 pmol
 Ampli Taq DNA Polymerase 10 U
 (Stoffelfragment, Perkin Elmer)
 
 Nach Zugabe der Template-RNA in den RT-Reaktionsansatz (1µl der extrahierten und in
TE/Glyzerin aufgenommen rRNA aus Umweltproben, wobei die rRNA-Extrakte aus den Habitaten
Rhizosphäre und Boden in einer Verdünnung von 1:10 eingesetzt wurden, s. Kap. 3.1) wurde der
Reaktionsansatz mit 50 µl PCR-Öl überschichtet. Die reverse Transkription erfolgte während einer
Inkubation von 15 min bei 70°C im Thermocycler. Die so gebildete cDNA wurde anschließend
amplifiziert, indem diesem Reaktionansatz 40 µl der PCR-Additiv-Lösung zugesetzt wurde und der
Reaktionsansatz mit dem entsprechenden Temperaturprogramm inkubiert wurde. Die Amplifikation
der cDNA von Reinkulturen erfolgte nur mit 30 Zyklen.
 Da bedingt durch den reversen Transkriptionsschritt bei 70°C die zu amplifizierende cDNA die
zweite mögliche Bindungsstelle für den Primer F1346 (s. Kap. 2.5.2.1) nicht mehr aufwies, konnte
zur Steigerung der Produktausbeute die Annealingtemperatur auf 56°C herabgesetzt werden.
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• Amplifikation mit der M-MLV-reversen Transkriptase, RNase H-
 (Promega, Madison, USA)
 
 RT-Reaktionsansatz für den reversen Transkritionsschritt:
 
 Lösung a (7,5 µl) Lösung b (12,5µl)
 Rückwärtsprimer 20 pmol Tris-HCl (pH 8,3) 50 mM
 Template 1 µl KCl 75 mM
 MgCl2 3 mM
 DTT 10 mM
 dNTP 250 µM
 MMLV reverse Transkriptase 100 U
 
 Die RNA-Extrakte und der Rückwärtsprimer (Lösung a) wurden nach Zugabe von 25 µl PCR-Öl
durch Inkubation von 5 min bei 70°C denaturiert, auf Eis abgekühlt und mit 12,5 µl der Lösung b
versetzt. Die reverse Transription erfolgte während einer Inkubation von 1 h bei 42°C in einem
Thermocycler. Anschließend wurden 2 µl dieses Ansatzes in eine PCR-Reaktion, wie in Kap.
2.5.2.1. beschrieben, eingesetzt und dadurch die cDNA amplifiziert.
 
• Kontroll-PCR
 Um sicherzustellen, daß das erhaltene Amplifikationsprodukt auf rRNA-Sequenzen zurückzuführen
ist, wurde parallel zu den beschriebenen RT-PCR Reaktionen von dem Nukleinsäureextrakt eine
PCR mit einer herkömmlichen DNA-Polymerase (Stoffel-Fragment, Ampli Taq-DNA-Polymerase)
durchgeführt, die bei DNA-freien Ansätzen kein Amplifikationsprodukt liefern durfte.
 
 Durch die Optimierung des DNase-Verdaus (s. Kap. 2.3.1) konnten keine DNA-Verunreinigungen in
den rRNA-Proben detektiert werden, so daß ein anschließender erneuter DNase-Verdau bei den zu
analysierenden Umweltproben nicht mehr nötig war.
 
 
 2.6 Temperatur Gradienten-Gelelektrophorese (TGGE)
 
 PCR Produkte gleicher Länge, wie sie bei der Amplifikation von 16S rDNA oder rRNA Sequenzen
entstehen, können nach ihrer Sequenz in denaturierenden Gradientengelen aufgetrennt werden
(Lerman et al., 1984; Myers et al., 1985). Die sequenzabhängige Auftrennung ist dadurch be-
gründet, daß ein Aufschmelzen der DNA-Doppelhelix durch den Bruch von Wasserstoffbrücken
stattfindet, wenn DNA-Doppelstränge denaturierenden Bedingungen ausgesetzt werden. Da A-T-
Bindungen eine geringere Stabilität als G-C- Bindungen besitzen, kommt es zur Ausprägung soge-
nannter Schmelzdomänen in A-T-reichen Regionen des Moleküls. Realisiert wird dieses Prinzip in
Gelsystemen mit linear steigenden, denaturierenden Gradienten. Im Gegensatz zur DGGE (Gradient
denaturierender Chemikalien im Gel, konstante Temperatur) wird während der TGGE ein Polyacryl-
amidgel homogener Zusammensetzung mit einem linearen Temperaturgradienten überlagert
(Rosenbaum & Riesner, 1987).
 Um den Temperaturbereich mit der optimalen Trennleistung zu ermitteln, wird ein relativ großer
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Temperaturgradient (i.d.R. 20°C-65°C) senkrecht zur Elektrophoreserichtung angelegt („senkrechter
Gradient”), so daß DNA mit einheitlicher Sequenz nach der Elektrophorese im gefärbten Gel als
sigmoide Kurve erscheint. Dieser Verlauf ergibt sich dadurch, daß ab einer bestimmten Temperatur
die Doppelhelix teilweise aufschmilzt und so der Reibungswiderstand in der Gelmatrix deutlich zu-
nimmt. Vollständig aufgeschmolzene DNA-Stränge (Einzelstränge) zeigen eine höhere Migrations-
rate, wobei ein vollständiges Aufschmelzen während der Elektrophorese allerdings behindert werden
kann, wenn die zu analysierenden DNA-Moleküle an einem Ende um eine G+C reiche Sequenz (GC-
Klammer) erweitert werden. Daneben kann die Verwendung einer GC-Klammer zur Detektion von
annähernd 100% aller Sequenzunterschiede zwischen DNA-Molekülen gleicher Länge führen
(Lerman et al., 1984: Sheffield et al., 1989).
 In Abb. 4 (Kap. 3.2.1) sind beispielhaft Schmelzkurven dargestellt. Das starke Abknicken der
Denaturierungskurve markiert die charakteristische Schmelztemperatur der jeweiligen untersuchten
DNA und kann so zur Ermittlung des optimalen Trenntemperaturbereiches herangezogen werden.
Dieser Temperaturgradient wird anschließend in der standardmäßig durchgeführten, sogenannten
„parallelen Gradienten-Gelelektrophorese” eingesetzt, um Gemische verschiedener DNA-Sequenzen
aufzutrennen. Hierbei wird der Temperaturgradient parallel zur Elektrophoreserichtung angelegt, so
daß die DNA-Moleküle in Richtung steigender Temperatur wandern. Bei einer bestimmten Tempe-
ratur nimmt die Wanderungsgeschwindigkeit der jeweiligen Moleküle durch ihre Konformations-
änderung so stark ab, daß sie als Banden im Gel fokussiert werden und so sequenzverschiedene
Moleküle voneinander getrennt werden können (Lerman et al., 1984).
 
 
 2.6.1 Gelpräparation und Elektrophorese
 
 Elektrophoresepuffer (1x) Auftragspuffer (5x)
 MOPS 20 mM MOPS 200 mM
 EDTA 1 mM EDTA 10 mM
 pH 8,0 Bromphenolblau 0,05%
 Xylencyanol 0,05 %
 pH 8,0
 
 Gellösung (45 ml)
 Acrylamid 6%
 Bisacrylamid 0,1%
 Harnstoff 8 M
 Formamid 20%
 Glyzerin 2%
 in 1x MOPS-Elektrophoresepuffer
 
 Formamid wurde vor Gebrauch mit jeweils 2 gr pro 100 ml Ionenaustauscher (Serdolit MB-1,
Serva, Heidelberg) solange behandelt, bis die Leitfähigkeit weniger als 20 mS betrug.
 
 Die Gele wurden 1 mm dick auf die hydrophile Seite einer Gelbond-Folie (Biozym, Hess. Oldendorf)
gegossen. War allerdings für weitergehende Analysen die Ablösung der Folie nach der Elektro-
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phorese erforderlich (s. Kap. 2.6.2), wurde die Gellösung auf die hydrophobe Seite der Folie ge-
gossen. Die Polymerisation wurde durch Zugabe von 77 µl TEMED und 200 µl Ammonium-
persulfat-Lösung (10%) gestartet und erfolgte über Nacht bei Raumtemperatur.
 Die Elektrophorese erfolgte in einer TGGE-Apparatur von Diagen (Düsseldorf) mit 1x MOPS-
Puffer. Nach einem Vorlauf (20 min, 300 Volt) mit eingestelltem Temperaturgradienten wurden 5 µl
der zu analysierenden PCR-Produkte mit 1 µl Auftragspuffer versetzt und aufgetragen. Die Elektro-
phorese erfolgte innerhalb von 5 h bei 28 mA. Dabei wurden nach entsprechender Optimierung des
Temperaturgradientens für die jeweiligen PCR-Produkte folgende Temperaturbereiche angelegt:
 




 35°C – 50°C
 35°C – 50°C
 37°C – 52°C
 
 
 2.6.2 Färbung von TGGE-Gelen
 
 In der Regel wurden die foliengestützten Gele mit Silbernitrat angefärbt, da diese Methode sensitiver
ist als eine SYBR-Green- oder Ethidiumbromidfärbung. Außerdem lassen sich die Gele dauerhaft
färben, trocknen und aufbewahren. Da allerdings Silberfärbungen von Nukleinsäuren weiterführende
Analysen, wie z.B. Bandenelution oder Blotten von Gelen einschränken, wurden für solche Analysen
die Gele mit SYBR-Green angefärbt.
 
• Silberfärbung von TGGE-Gelen
 Nach empirischer Austestung verschiedener Silberfärbemethoden, die eine unterschiedliche Sensi-
bilität bezüglich des Färbens von Nukleinsäuren und des Gelhintergrundes aufwiesen, wurde das
nachfolgend beschriebene Verfahren als Standardprotokoll durchgeführt. Obwohl hierbei der
Gelhintergrund deutlich angefärbt wurde, zeigte diese Methodik die höchste Empfindlichkeit auch
gegenüber geringen Nukleinsäurekonzentrationen im Gel, wie sie häufig bei der Analyse von Um-
weltproben auftreten.
 
 Durchführung (nach Sanguinetti et al., 1994, modifiziert)
 
 Fixier-Lösung Färbe-Lösung
 Ethanol (abs.) 10% AgNO3 0,2 %
 Essigsäure 0,5% in Fixier-Lösung
 
 Entwickler-Lösung Konservierungslösung
 Formaldehyd 0,1 % Glyzerin (85%) 10 %
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 Die Gele wurden nacheinander in den verschiedenen Lösungen (je 300 ml) geschwenkt:
 
 1. Fixierung für 3 min in Fixier-Lösung
 2. Färbung für 15 min in Färbe-Lösung
 3. Spülen des Gels mit destilliertem Wasser für 2 min, Wechseln der Färbeschale
 4. Behandlung für 15 min in Entwickler-Lösung
 5. Fixierung für 5 min in Fixier-Lösung
 6. Waschen des Gels mit destilliertem Wasser für 5 min
 7. Konservierung des Gels in Konservierungslösung für 7 min
 8. Bedeckung des Gels mit in Konservierungslösung gequollener Zellophanfolie
 9. Trocknung des in Trocknungsrahmen eingespannten Gels bei 80°C für 3 h
 
• SYBR-Green Färbung von TGGE-Gelen
 SYBR-Green-Lösung (FMC Bioproducts, Vallensbaek Strand, Dänemark)
 SYBR-Green I 25 µl
 in 50 ml 0,5 x TBE-Puffer
 
 Die Polymerisation des Geles erfolgte auf der hydrophoben Seite der Trägerfolie, so daß die Folie
nach der Elektrophorese durch vorsichtiges Schwenken des Gels in destilliertem Wasser abgelöst
werden konnte. Nach 45 min Inkubation in 50 ml Färbelösung im Dunkeln konnten die Nuklein-
säuren auf einem mit einem Gelbfilter versehenen UV-Tisch detektiert werden.
 
 
 2.6.3 Elution von Banden aus TGGE-Gelen
 
 Da eine Extraktion von Nukleinsäuren aus silbergefärbten TGGE-Gelen nicht möglich war, wurden
mehrere in der Literatur beschriebene Methoden (Sambrook et al., 1989; Sanguinetti et al., 1994;
Øvreås et al., 1997; Engelen et al., 1998; Heuer et al., 1999) getestet und modifiziert, um PCR-
Produkte aus SYBR-Green gefärbten Gelen zu eluieren. Dabei zeigte sich, daß eine nachfolgende
Amplifikation der Eluate nur dann erfolgreich war, wenn sehr kräftige Banden aus den Gelen eluiert
wurden. Schwächere Banden waren in der Regel nicht amplifizierbar, und auch bei Erzielung eines
Amplifikates zeigte dieses nach einer erneuten TGGE-Analyse fast immer mehrere starke Banden
zusätzlich zu der gewünschten Bande.
 Am geeignetsten erschien die Elutionsmethode, bei der die aus dem Gel ausgeschnittene Bande in
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µl destilliertem Wasser aufgenommen wurde, 10 min bei 94°C erhitzt wurde und 6-8 µl dieses
Eluates als Template in eine nachfolgende PCR eingesetzt wurde. Stärkere Banden in einem Banden-
muster waren hierdurch nach einer Elution fast immer amplifizierbar, wobei nach einer erneuten
Elektrophorese nur selten weitere Banden auftraten.
 Im späteren Verlauf der Arbeit wurde in Zusammenarbeit mit A. Zock eine Methode weiter-
entwickelt, die es ermöglichte, auch feine Banden aus einem Bandenmuster erfolgreich zu eluieren
und amplifizieren. Eine nachfolgende Trennung der Amplifikate auf der TGGE zeigte, daß neben der
gewünschten Bande nur sehr wenige, feine weitere Banden auftraten. Diese Methodik beruht darauf,
daß durch die Benutzung von BAC (N-N -´bis(Acryloyl)-Cystamin) anstelle von Bisacrylamid eine
andersartige Quervernetzung in dem Polyacrylamidgel erfolgt. Die hierbei gebildeten Cystamin-
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bindungen (Disulfidbrücken) können mit 2-Mercaptoethanol zerstört werden, so daß das polymeri-
sierte Gel wieder aufgelöst und die darin enthaltenen Nukleinsäuren eluiert werden können.
 
 Bandenelution aus BAC-TGGE Gelen (Muyzer et al., 1998, modifiziert)
 Da BAC eine höhere Molmasse als Bisacyrylamid besitzt, enthielten die entsprechenden BAC-
TGGE-Gellösungen 0,17% BAC anstelle von 0,1% Bisacrylamid, um denselben Vernetzungsgrad zu
erzielen. Nach erfolgter Elektrophorese unter unveränderten Bedingungen wurde das Gel von der
Trägerfolie abgelöst und mit SYBR-Green gefärbt. Die mittels steriler Skalpelle eluierten Banden
wurden in Eppendorfreaktionsgefäßen in 50 µl TE-Puffer gewaschen und anschließend in 100 µl 2-
Mercaptoethanol für 70 min bei 37°C inkubiert. Die Präzipitation der eluierten Nukleinsäuren er-
folgte nach Zugabe von 100 µl destilliertem, sterilem Wasser; 20 µl 5M NaCl-Lösung und 550 µl
Ethanol (abs.) bei -70°C über Nacht. Das durch eine Zentrifugation (10.000 U/min, 4°C, 30 min)
erhaltene Pellet wurde mit 250 µl 70% Ethanol gewaschen und erneut zentrifugiert (10.000 U/min,
4°C, 20 min). Anschließend wurde das Pellet luftgetrocknet und in 30 µl TE-Puffer aufgenommen.
 
 Um den Erfolg der Elution festzustellen, wurde das Eluat in verschiedenen Verdünnungen in einer
PCR mit BSA (s. Kap. 2.5.2.1) amplifiziert. Das Amplifikationsprodukt, welches aus der höchsten
Verdünnungsstufe resultierte, bei der gerade noch ein Produkt erhalten werden konnte, wurde erneut
auf die TGGE aufgetragen. Hierdurch sollte es möglich sein, nur die Sequenzen, die am stärksten zur
Ausprägung der eluierten Bande beitrugen, zu amplifizieren (Jensen et al., 1998).
 Konnte sichergestellt werden, daß die ausgeschnittene Bande reamplifizierbar war und keine bzw.
nur sehr wenige weitere Sequenzen amplifiziert wurden, konnte das Eluat für eine anschließende
Sequenzierung in eine Klonierungs-PCR eingesetzt werden.
 
 
 2.6.4 Klonierung und Sequenzierung eluierter TGGE-Banden
 
• Klonierung
 Aufgrund der in Kap. 2.6.3 beschriebenen Tatsache, daß bei der Elution von Banden aus TGGE-
Gelen häufig noch weitere Sequenzen mit eluiert und anschließend amplifiziert wurden, war es not-
wendig, alle Eluate zunächst zu klonieren und die Klonsequenzen anhand ihres Laufverhaltens auf
der TGGE zu screenen. Nachdem die Klone hinsichtlich ihres Inserts ausgewählt wurden, konnten so
ausschließlich die gewünschten Sequenzen einer Sequenzierung zugänglich gemacht werden.
 
 Die in dieser Arbeit verwendeten Klonierungsvektoren (pGEM-T vector systems, Promega) ent-
hielten überhängende Thymidin-Reste an den Vektorsträngen, so daß PCR-Produkte mit über-
hängenden Adenosin-Resten ligiert werden konnten. Obwohl die hier verwendete Taq-DNA-
Polymerase (Stoffel-Fragment) während der PCR schon einen bestimmten Anteil von Produkten
erzeugte, die an den 3 -´Enden einzelne überstehende Adenosin-Reste aufwiesen, war die
Klonierungseffizienz nicht zufriedenstellend. Sie konnte allerdings durch Erhöhung des 3 -´A-Über-
hanges deutlich gesteigert werden (Li & Guy, 1996). Hierzu wurde im Anschluß an die
Amplifikation der eluierten Bande das PCR-Produkt mit frischen dATP (2 mM) und 2 U Ampli-Taq-
DNA-Polymerase (Stoffelfragment) versetzt und 2 h bei 70°C inkubiert. Für diese Amplifikationen
wurde das entsprechende Eluat jeweils in der Verdünnungsstufe eingesetzt, die gerade noch eine
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Amplifikation ermöglichte (s. Kap. 2.6.3).
 Um überschüssige Polymerasen, Primer und Nukleotide abzutrennen, wurden die PCR-Produkte mit
dem „Quiaquick PCR Purification Kit” (Quiagen, Hilden) nach Angaben des Herstellers aufge-
reinigt, in 30 µl destilliertem Wasser aufgenommen und die Nukleinsäurekonzentration mittels einer
Agarosegelelektrophorese abgeschätzt. Anschließend erfolgte die Ligation der PCR-Produkte sowie
der entsprechenden Kontrollen in den pGEM-T Vektor nach Angaben des Herstellers, wobei ein
molares Verhältnis des PCR-Produktes zum Vektor von 3:1 angestrebt wurde.
 Nach erfolgter Transformation in E. coli- JM 109 Zellen (Promega) wurden die Zellen auf LB-
Platten mit Ampicillin/IPTG/X-Gal (s. unten) ausplattiert und über Nacht bei 37°C inkubiert. Über
eine „Blau-Weiß-Selektion” der Klone wurden die inserttragenden Zellen erfaßt und in LB-Flüssig-
medium mit Ampicillin (100 µg/ml) bei 37°C über Nacht inkubiert.
 
 LB-Medium
 Pepton 10 g/l
 Hefeextrakt 5 g/l
 NaCl 5 g/l
 NaOH (1N) 1 ml/l
 pH 7,0
 LB/amp/IPTG/X-Gal-Medium
 Ampicillin 100 mg/l
 IPTG 120 mg/l
 X-Gal 80 mg/l
 in sterilem LB-Medium
 
 
 Zur Herstellung von Agarplatten wurde jeweils 15 gr/l Agar zugesetzt.
 
 
• Klonscreening auf der TGGE
 Um die Klone mit den gewünschten Sequenzen auf der TGGE auszuwählen, wurden zunächst die
Inserts mit den entsprechenden Primerpaaren amplifiziert. Stammten die eluierten und klonierten
Banden ursprünglich aus PCR-Produkten, die mit dem spezifischen Primer R1463 amplifiziert
wurden, so konnte für die nachfolgende PCR mit dem Primerpaar F984-GC/R1463 direkt ein
Aliquot der Übernachtkultur der gepickten Klone eingesetzt werden, da hierbei keine E. coli-Se-
quenzen erfaßt wurden. Stammten die eluierten Banden jedoch ursprünglich aus PCR-Produkten, die
mit universellen Primern (R1346) amplifiziert wurden, dann führte eine PCR der Übernachtkultur
der gepickten Klone mit dem Primerpaar F984-GC/R1346 zu einer sehr starken Amplifikation der
16S-rDNA Partialsequenz von E. coli-Zellen. Da dieses die Auswahl der gewünschten Inserts auf
der TGGE erschwerte, wurden zuvor die Plasmide aus den Klonen extrahiert und diese dann in die
PCR eingesetzt. Die Plasmidpräparation erfolgte von 3 ml einer Übernachtkultur der Klone nach
einem Protokoll von Birnboim in Ausubel et al. (1999).
 Durch den Vergleich des Laufverhaltens dieser Amplifikate auf der TGGE gegenüber dem Banden-
muster, aus dem die Banden eluiert wurden, konnten die gewünschten Sequenzen ermittelt werden
und die entsprechenden Klone für eine Sequenzierung vorbereitet werden. Hierzu wurden von den
Klonen neue Vorkulturen angelegt, die entsprechenden Plasmide anschließend mittels des „Quiagen
Plasmid Mini-Kits” (Quiagen, Hilden) nach Angaben des Herstellers extrahiert und in 25 µl
destilliertem Wasser aufgenommen. Die Mengenabschätzung der Extrakte erfolgte durch eine
Agarosegelelektrophorese im Anschluß an einem Plasmidverdau mit dem Enzym Pst-I nach Angaben
des Herstellers (MBI Fermentas, St. Leon-Rot).
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• Sequenzierung
 
Die in dieser Arbeit angewandte Methodik beruht auf der enzymatischen Sequenzierung nach Sanger
et al. (1977), wobei nukleotidspezifische Kettenabbrüche der DNA-Polymerase-Reaktion durch Ein-
bau von Didesoxynukleotiden detektiert werden.
 
Die als „Cycle-Sequenzierung” bezeichnete Sequenzierreaktion wurde mittels des „Thermo-
Sequenase Kit” (Amershan, Braunschweig) durchgeführt, wobei für eine Reaktion jeweils 300 fmol
DNA eingesetzt wurde. Für die hauptsächlich erfolgten eindirektionalen Sequenzierungen wurde der
Primer M13-R benutzt. Da bei der Auswertung einiger Sequenzen Unsicherheiten auftraten, wurde
von diesen Sequenzen auch der Gegenstrang sequenziert, wobei der Primer M13-F benutzt wurde.
Beide Primer binden an der multiplen Klonierungs-Region der Plasmide (-24r und -20f) und waren
mit einem Fluoreszenzfarbstoff (IRD-800; MWG-Biotech, Ebersberg) markiert. Die Sequenzier-
reaktion wurde bei einer Annealingtemperatur von 56°C bei Verwendung des Primers M13-F und bei
57°C für M13-R durchgeführt.
 
Die Reaktionsprodukte wurden mit dem automatischen DNA-Sequenzierer LICOR-4000 (MWG-
Biotech) aufgetrennt und mit der dazugehörigen Software analysiert. Die Auftrennung erfolgte an-
hand von 66 cm langen Gelen mit 4,3% Acrylamid („Rapid Gel XL”, Amershan), wobei eine durch-
schnittliche Leselänge von 800 Bp erreicht wurde.
 
 
Teilweise erfolgte die Sequenzierung auch über die Firma ITT-GmbH Bielefeld mit den Standard-
primern SP6 und T7.
 
• Sequenzanalyse
Die Erstellung von Konsensussequenzen, das Alignment und die Kalkulation von Sequenz-
ähnlichkeiten zu den nächst verwandten Sequenzen erfolgte mit dem arb-Programmpaket (Strunk et
al., 1997) anhand der Datenbank „6pubmrz97”, die durch Einträge von 16S rDNA Sequenzen aus
der „Gen-Bank“ Datenbank ergänzt und aktualisiert wurde. Bei der Berechnung der Ähnlichkeits-
matrix wurde die Korrektur von Jukes-Cantor verwendet. Die in dieser Arbeit ermittelten Sequenzen
sind im Anhang (Kap. 7) aufgeführt.
2.7 Clusteranalyse der TGGE-Profile
Zur Auswertung der auf der TGGE erzeugten Bandenmuster wurden die silbergefärbten Gele mittels
eines Flachbett-Scanners mit Durchlichteinrichtung digitalisiert. Die Quantifizierung der Banden und
der Vergleich der einzelnen Spuren erfolgte mit Hilfe des Bildauswertungsprogrammes „Diversity-
Database” (MWG Biotech, Version 1.0).
Um Muster auf verschiedenen Gelen vergleichen zu können, wurden Marker-Proben als Standards
verwendet, die auf jedem TGGE-Gel zusätzlich zu den Proben aufgetragen wurden. Bei den Marker-
Proben handelte es sich um ein Gemisch amplifizierter 16S-rDNA Sequenzen aus Reinkulturen ver-
schiedener taxonomischer Gruppen.
Nach Etablierung der Parameter zur Bildauswertung (s. Kap. 3.3) wurden diese für den Vergleich
aller TGGE-Gele beibehalten.
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Scan-Parameter der Diversity-Database Software:
Farbbereich: grün/rot
Auflösung (Pixelgröße): maximal (x: 42; y: 42)
OD zur Peakerkennung: maximal (0,0-3,0)
In Voruntersuchungen stellte sich heraus, daß Scans im Farbbereich grün die höchste Empfindlich-
keit aufwiesen. Da allerdings häufig die nach einer Silberfärbung rot gefärbte Einzelstrang-DNA (ss-
DNA) das eigentliche Muster teilweise überlagerte, wurde der Farbbereich grün/rot gewählt, da hier-
durch die Intensität der rötlichen Einzelstrang-DNA abgeschwächt werden konnte, ohne die
Detektion der schwarz gefärbten Doppelstrang-DNA zu beeinträchtigen.
Auswertungs-Parameter der Diversity-Database Software:
Hintergrundabzug über das gesamte Gel: „background stripe”-Modus
Kontrast: „auto”-Modus
Hintergrundabzug innerhalb einer Gelspur: „Bkg Substracted”-Modus









Berechnung der Ähnlichkeit: Dice-Koeffizient unter Berücksichtigung der 
Bandenintensität
Clustermethode: UPGMA (unweighted pair group method using 
arithmetic averages)
Durch die gewählten Parameter zur Bandendetektion, vor allem durch die gewählten Einstellungen
der „Sensitivität“ und der „Bandenbreite“, wurde eine gute automatische Bandendetektion er-
möglicht. Nur wenige Banden eines Musters mußten nachfolgend per Hand erfaßt werden. Ver-
änderte Einstellungen der Parameter „Hintergrundfilter“ und „Schultersensitivität“ hatten nur ge-
ringe Auswirkungen auf die Empfindlichkeit der automatischen Detektion von TGGE-Banden.
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2.8 V6-Sonden
Um 16S rDNA-Sequenzen von Klonen oder Reinkulturen zu einzelnen Banden eines TGGE-Musters
zuzuordnen, wurden Sonden verwendet, die mit der hypervariablen V6-Region der 16S rDNA
hybridisieren (V6-Sonden; Heuer et al., 1999). Die V6-Region (E. coli-Position 984-1047) ist Teil
der TGGE-Fragmente 968-1346 und 968-1463, die aus der Amplifikation mit den Primerpaaren
984-GC/R1346 bzw. 984-GC/R1463 resultieren. Hierdurch ist es möglich, Sonden von eluierten
TGGE-Banden herzustellen und diese für eine Hybridisierung mit 16S-Sequenzen von Reinkulturen
oder Klonen zu nutzen. Andererseits können aber auch von Reinkultur- oder Klonsequenzen V6-
Sonden hergestellt werden, um sie für eine Hybridisierung von geblotteten TGGE-Bandenmustern
einzusetzen.
Die Herstellung dieser Digoxigenin-markierten V6-Sonden erfolgt durch eine Amplifikation mit uni-
versellen Primern, die an die konservierten Regionen binden, welche an die V6-Region der 16S
rDNA angrenzen. Um die Spezifität der Sonden zu steigern, können nach der Amplifikation die kon-
servierten Primersequenzen des Amplifikates enzymatisch entfernt werden. Der spezifische Abdau
der Primersequenzen wird durch die Benutzung von Primern ermöglicht, die eine Phosphothionat-
bindung am 3 -´Ende aufweisen (Heuer et al., 1999). Die Reaktionsbedingungen, unter denen ein
vollständiger Abdau der Primersequenzen erfolgte, wurden zuvor empirisch ermittelt und jeweils
durch eine Polyacrylamid-Elektrophorese überprüft.
Die hierdurch erreichte Spezifität der modifizierten V6-Sonde wird in Kap. 3.4 dargestellt.
2.8.1 Sondenherstellung
Die Herstellung der Sonden kann durch Amplifikation der V6-Region der 16S rDNA von Isolaten,
Klonsequenzen oder aus TGGE-Gelen extrahierten Banden erfolgen. Zur Sondenmarkierung wurde
die PCR mit Digoxigenin-markierten dNTPs unter den folgenden Bedingungen durchgeführt:
Primer zur Amplifikation der V6-Region:
F 985 PTO AAC GCG AAG AAC CTT ACSC
(E. coli Position 968-985)
R1062 PTO ACA GCC ATG CAG CAC CST
(E. coli Position 1046-1062)
Sonden, deren konservierte Primersequenzen nachträglich abgedaut wurden, wurden mit Primern
hergestellt, die an der mit „S” markierten Position eine Phosphothionatbindung aufwiesen.
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PCR-Reaktionsansatz (25 µl) PCR-Temperaturprogramm
Tris-HCL (pH 8,3) 10 mM Stufe 1 5 min bei 94°C
MgCl2 2,5 mM
DIG markierte NTP 5µl Stufe 2 30 sec bei 94°C
(DIG DNA Labeling Mix, (35 Zyklen) 30 sec bei 50°C
 Boehringer Mannheim) 30 sec bei 72°C
Primer je 10 pmol
Ampli Taq DNA Polymerase 5 U Stufe 3 1 min bei 72°C
Die PCR-Produkte wurden mit dem „QUIAEX II-Gelextraction-Kit” (Quiagen, Hilden) nach An-
gaben des Herstellers aufgereinigt und in 40 µl destilliertem Wasser aufgenommen, um Enzyme,
überschüssige Primer, dNTPs und Salze zu entfernen. Anschließend erfolgte der Abdau der Primer-
nukleotide bis zu den Phosphothionatbindungen durch Zugabe von 1 µl „T7 Gene 6 Exonuklease“
und 7 µl des entsprechenden Puffers (USB, Cleveland, Ohio) während einer Inkubation für 15 min
bei 37°C. Die Reaktion wurde durch eine Inkubation von 10 min bei 80°C abgestoppt und an-
schließend erneut mit dem „QUIAEX II-Kit” aufgereinigt. Die verbleibenden überhängenden Einzel-
stränge der Amplifikate wurden durch Zugabe von je 35 U Mung Bean Nuklease und 4 µl des ent-
sprechenden Puffers (Amersham Int., Little Chalfont, England) entfernt. Die Reaktion wurde nach
einer Inkubation von 15 min bei 30°C durch Zugabe von 2 µl EDTA (0,5 M pH 8,0) abgestoppt.
Die Größenreduktion dieser so modifizierten Sonden wurde durch eine Elektrophorese in einem 15%
Polyacrylamidgel (250 V, 4,5 h) im Vergleich zu einer nicht modifizierten V6-Sonde überprüft. Da
eine SYBR-Green Färbung der Nukleinsäuren in der Regel nicht sensitiv genug war, wurden die
entsprechenden Polyacrylamidgele geblottet, ohne jedoch die DNA anschließend mit NaOH-Lösung
auf der Membran zu fixieren (s. Kap. 2.8.2), da dieses die Sondenmarkierung beeinträchtigt hätte.
Der Nachweis der DIG-markierten Sonden erfolgte anhand des „DIG Luminescent Detection Kit“
(Boehringer Mannheim) nach Angaben des Herstellers (Kap. 2.8.3).
Erfolgreich modifizierte Sonden wurden bei -20°C gelagert und konnten für nachfolgende
Hybridisierungsexperimente mehrfach eingesetzt werden.
2.8.2 Blotten
Zur Herstellung von Elektroblots von SYBR-Green gefärbten TGGE-Gelen wurden die Gele 10 min
in 0,5x TBE-Puffer äquilibriert. Die Nukleinsäuren wurden auf eine positiv geladene Nylonmembran
(Hybond-N+, Amersham) mit dem „Trans-Blot SD transfer cell”-Blotter nach Angaben des Her-
stellers (Bio-Rad, München) in 0,5xTBE-Puffer bei 400 mA (1 h) transferiert und die Membran
anschließend kurz in 0,5xTBE-Puffer gewaschen. Die Denaturierung und Fixierung der DNA er-
folgte durch eine zehnminütige Inkubation der Membran auf einem mit 0,4N NaOH-Lösung-ge-
sättigten Stapel Filterpapier. Die Membran wurde anschließend für 10 min in 2xSSC-Lösung
(Ausubel et al., 1999) gewaschen und bei 80°C 1 h getrocknet.
Um PCR-Produkte von Klonsequenzen zu blotten, wurden die Amplifikate mit TE-Puffer auf die
gleiche Konzentration verdünnt, 10 min aufgekocht und im Eisbad abgekühlt. Auf eine ungeladene
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Hybond-N Nylonmembran wurden 50 µl der Amplifikate mittels einer Dot-Blot Apparatur über-
führt. Hierzu wurde die Membran für jeweils 2 min in Milli-Q-Wasser und in 2x SSC-Lösung ge-
waschen und die DNA anschließend über eine Vakuumpumpe innerhalb von 15 min auf die
Membran transferiert. Die Membran wurde nacheinander auf Filterpapieren für jeweils 10 min
inkubiert, die mit den nachfolgend aufgeführten Lösungen getränkt waren:
1.) Denaturierungspuffer (0,5 M NaOH; 1,5 M NaCl)
2.) Neutralisierungspuffer (1 M Tris-HCl; 1,5 M NaCl pH 7,5)
3.) 2x SSC-Lösung
Die Membran wurde 30 min luftgetrocknet und anschließend 2 h bei 80°C getrocknet.
2.8.3 Hybridisierung und Nachweis von DIG-markierten V6-Sonden
Um eine hohe Spezifität der Sonden zu erreichen, wurde die Hybridisierung unter hochstringenten
Bedingungen in Anlehnung an Fulthorpe et al. (1995) durchgeführt. Der Nachweis der Sonden er-
folgte anhand des Protokolls des „DIG Luminescent Detection Kit” (Boehringer Mannheim), wobei
als Chemilumineszenzsubstrat CSPDTM (Serva, Heidelberg) benutzt wurde.
Hybridisierungslösung für hochstringente Hybridisierung






Die Zugabe von Formamid erfolgte erst nach dem vollständigen Lösen der Reagenz in einem
Wasserbad bei 30°C.
25 µl der Sondenlösung wurden in 25 ml Hybridisierungslösung für 10 min bei 100°C denaturiert
und im Eisbad abgekühlt. Die Vorhybridisierung der Membran erfolgte in 20 ml Hybridisierungs-
lösung für 4 h bei 62°C, anschließend wurde die Lösung verworfen und durch die denaturierten
Sonden in Hybridisierungslösung ersetzt. Die Hybridisierung erfolgte bei 62°C über Nacht. Um un-
spezifisch gebundene Sonden zu entfernen, wurden mehrere Strigenzwaschungen durchgeführt:
Zweimaliges niederstringentes Waschen erfolgte jeweils durch Inkubation der Membran für 5 min
bei Raumtemperatur in 50 ml Waschlösung I (0,1% SDS in 2x SSC-Lösung), während das zwei-
malige hochstringente Waschen bei 68°C für jeweils 15 min in 50 ml vorgewärmter Waschlösung II
(0,1% SDS in 0,1x SSC-Lösung) erfolgte. Die anschließende Detektion der DIG-Markierung
erfolgte nach Angaben des Hersteller.
Wurden dieselben Blots mit verschiedenen Sonden hybridisiert, so wurden nach einer Hybridisierung
die Sonden zunächst entfernt. Dazu wurde die Membran dreimal für jeweils 15 min bei 37°C in
100 ml Waschlösung (0,2 M NaOH, 0,1% SDS) inkubiert und in der Regel zwei- bis dreimal in 2x
SSC-Lösung gewaschen, bis der pH-Wert zwischen 7,0-8,0 lag. Anschließend konnte eine erneute
Hybridisierung durchgeführt werden.
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3 Experimente und Ergebnisse
3.1 Extraktion von Nukleinsäuren aus Umweltproben
Ein Ziel dieser Arbeit war die Extraktion von Nukleinsäuren aus verschiedenen Umwelthabitaten in
einer Qualität, die eine gute und reproduzierbare Amplifizierbarkeit der Nukleinsäuren gewähr-
leistet und zudem die Vergleichbarkeit der auf der TGGE erzeugten Muster der DNA mit denen der
RNA ermöglicht.
Nachdem ein von Felske et al. (1996) beschriebenes Protokoll zur Gewinnung von rRNA aus Um-
weltproben so modifiziert worden war (Kap. 2.3.1, 2.5.2.2), daß rRNA aus verschiedenen Boden-
typen und Habitaten in zufriedenstellender Quantität und Qualität extrahiert und amplifiziert
werden konnte, wurden verschiedene DNA-Extraktionsmethoden und Aufreinigungen getestet, so
daß schließlich ein Protokoll ermittelt werden konnte, welches beide oben genannten Kriterien
erfüllte. Hierbei wurde in Anlehnung an Führ (1996) die TGGE als Methodik eingesetzt, um die
Auswirkung der Aufschlußmethodik auf die Zusammensetzung der extrahierten DNA zu unter-
suchen.
• Extraktion von DNA aus Umweltproben
 
Die Extraktion von DNA wurde anhand verschiedener Methoden durchgeführt, wobei sowohl indi-
rekte als auch direkte Extraktionen mit unterschiedlichen Reinigungsschritten angewandt wurden.
Für den Vergleich der Extraktionsprotokolle wurden Bodenproben aus dem FAL-Boden gewählt.




Variante A: indirekte Zellextraktion und Zellyse durch Tau- und Gefrierzyklen (Engelen et al., 
1998)
 
Variante B: wie A, mit anschließender Behandlung mit Lysozym (finale Konzentration 2%, 
Inkubation 1 h) und SDS (finale Konzentration 3%, Inkubation 10 min)
 
Variante C: Indirekte Zellextraktion und Zellyse durch Bead-beating in Phenol/SDS-Puffer 
(Lüdemann, 1996)
 
Variante D: Indirekte Zellextraktion mit anschließender Dichtezentrifugation (nach Gebhard & 
Smalla, 1999) und Zellyse wie Variante C
 
Variante E: parallele DNA-Extraktion: Direktextraktion mittels Bead-beating und 
Ultrazentrifugation (Felske et al., 1996; s. Kap. 2.3.1 und 2.3.2)
 
Variante F: Direktextraktion mittels Bead-beating in SDS und Lysozym (Smalla et al., 1993)
 
Variante G: Direktextraktion mittels Gefrier-und Tauzyklen (Schwieger & Tebbe, 1998)
 
 
Bei der indirekten Extraktion erfolgte vor dem eigentlichen Aufschluß zunächst eine Zellextraktion
aus der Bodenmatrix (s. Engelen et al., 1998). Die Zellfraktion wurde in 5 ml NaCl-Lösung




Da bei einigen Extraktionsvarianten die DNA noch stark verunreinigt war, was die nachfolgende
Amplifikation hemmte, wurden verschiedene gängige Aufreinigungen durchgeführt:
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 Variante H: Reinigung über Wizard-Säulen
 (Wizard DNA clean-up, Promega, Madison, USA)
 Variante I: Elution aus Low-Melting Agarosegelen
 (Quiaex II Gel Extraction Kit, Quiagen, Hilden)
 Variante J: Reinigung über Glasmilch
 (Quiaex II Gel Extraction Kit, Quiagen, Hilden)
 Variante K: Reinigung durch PVP-Fällung
 (Holben et al., 1988)
 
 Die Auswirkungen auf die Amplifizierbarkeit der gewonnenen DNA, die ein entscheidendes Krite-
rium für weitere Untersuchungen war, sind in Tab. 3 dargestellt.
 
 Tab. 3: Übersicht über die getesteten Varianten von Extraktions- und Aufreinigungsprotokollen für
DNA aus dem FAL-Boden. Die Amplifizierbarkeit der DNA wird als Intensität der erhaltenen
PCR-Produkte dargestellt (+: Produkt, +/-: schwaches Produkt, -: kein Produkt).
 




 PCR von 16S
rDNA
 1  A   -
 2  A  H  +/-
 3  B   +
 4  C   -
 5  C  H  +/-
 6  C  I  -
 7  C  J  -
 8  C  K  -
 9  D   +
 10  E   -
 11  E  H  +
 12  E  I  +/-
 13  E  J  -
 14  E  K  -
 15  F   -
 16  F  H  +
 17  G   -
 18  G  H  +
 19  G  I  +
 
 Die PCR-Produkte wurden auf der TGGE aufgetrennt (Abb. 2). Dabei zeigte sich, daß bei einigen
Varianten selbst nach Aufreinigung und Aufkonzentration der PCR-Produkte (Aufreinigung über
„Quiaquick-PCR-Purifikation-Kit” (Quiagen, Hilden) und Aufnahme der Proben in einem redu-
zierten Volumen) die Amplifikate nicht zu einer Musterbildung auf der TGGE führten.
 Die Art der Aufreinigungsmethode führte, sobald sie eine Steigerung der Amplifizierbarkeit der
DNA bewirkte, nicht zu einer Veränderung der Muster. Anhand der Varianten B und D, die nach
der DNA-Extraktion schon gut amplifizierbare DNA lieferten, wurde der Einfluß der Auf-
reinigungsvarianten H und I auf die Musterbildung ausgetestet. Dabei zeigte sich, daß die Muster
nach einer Wizardaufreinigung identisch waren mit denen nach einer Aufreinigung über Agarose-
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nicht in allen Fällen optimal. Deshalb wurde aufbauend auf dieser Extraktionsmethode versucht,
DNA nicht aus dem Überstand der Ultrazentrifugation zur Ribosomenabtrennung (s. Kap. 2.3.1),
sondern aus dem Pellet zu gewinnen. Bei der RNA-Gewinnung aus dem Ribosomenpellet mußte
ein intensiver DNase Verdau erfolgen, um die mit abzentrifugierte DNA zu entfernen. Die Ver-
mutung, daß diese DNA eventuell hochmolekularer und besser amplifizierbar sei, als die DNA aus
dem Überstand der Ribosomenpelletierung, konnte allerdings nicht bestätigt werden. Es zeigte sich
weder eine erhöhte Molarität, noch eine bessere Ausbeute der aus dem Pellet extrahierten DNA
anhand einer Agarosegelelektrophorese. Nach einer Amplifikation zeigten sich zudem keine Unter-
schiede in den TGGE-Mustern, die aus den Pellets bzw. den Überständen der Ultrazentrifugation
resultierten. Aus diesem Grund wurde die parallele DNA Extraktion aus dem Überstand der
Ribosomenpelletierung beibehalten und als Standardmethode eingesetzt. Zudem konnte hierdurch
RNA und DNA innerhalb der Durchführung von nur einer Extraktion gleichzeitig gewonnen
werden, was neben Vorteilen bei der praktischen Durchführbarkeit auch zu einer besseren Ver-
gleichbarkeit der RNA- und DNA-Extrakte der jeweiligen Probe führte.
 
• Auswirkung der Zielsequenzkonzentration und PCR-Zyklenzahl auf die TGGE-
Musterbildung
Die Auswirkung der Templatekonzentration von 16S rDNA- und rRNA-Sequenzen aus Umwelt-
proben in der PCR auf die TGGE-Musterbildung wurde durch die Amplifikation verschiedener
Verdünnungsstufen der Zielsequenzen untersucht (s. Abb. 3, Spur 1-6). Dabei zeigte sich, daß bei
Verdünnungen bis 1:80 keine Veränderungen im TGGE-Muster auftraten, bei noch stärkeren Ver-
dünnungen wurde das Muster so schwach, daß nur noch die Hauptbanden sichtbar waren, aber
keine Aussagen über schwächere Banden mehr möglich waren.
Abb. 3: Einfluß verschiedener Ver-
dünnungsstufen und Zykluszahlen in
der PCR auf das aus der Amplifika-
tion mit dem Primerpaar F984-
GC/R1346 resultierende TGGE-Mu-
ster. Der in Spur 1 aufgetrennte RNA-
Extrakt aus der Rhizoplane der Lu-
zerne wurde unverdünnt mit 35 Zy-
klen amplifiziert. In den Spuren 2-6
sind die Amplifikate desselben Ex-
traktes aufgetragen, die zuvor 1:5,
1:10, 1:20, 1:40 bzw. 1:80 verdünnt
wurden. In den Spuren 7-10 sind die
Amplifikationsprodukte der unver-
10987654321
 dünnten RNA-Extrakte aufgetragen,
die mit 25 (Spur 7), 30 (Spur 8), 35
(Spur 9) und 40 Zyklen (Spur 10) am-
plifiziert wurden.
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Aus den hier analysierten Umweltproben konnte RNA und DNA nur in relativ geringen Mengen
extrahiert werden, so daß eine genaue Mengenbestimmung für die Verwendung einer jeweils
identischen Templatekonzentration für die anschließende Amplifikation nur sehr begrenzt möglich
war. Da aber bei jeder Probenahme beispielhaft an jeweils ein bis zwei Proben gezeigt werden
konnte, daß in einem relativ großen Bereich (Verdünnung bis 1:100) eine Verdünnung der PCR-
Zielsequenzen zu identischen TGGE-Mustern führte, wurden nach der standardmäßigen Aufar-
beitung der Umweltproben keine Konzentrationsbestimmungen vorgenommen, sondern jeweils
gleiche Aliquotmengen der Extrakte für die Amplifikation eingesetzt. Eine anschließende Mengen-
abschätzung der PCR-Produkte durch eine Agarosegelelektrophorese ergab fast immer sehr
ähnliche DNA-Konzentrationen. Die hieraus resultierenden TGGE-Muster zeigten eine hohe Kon-
gruenz der parallelen Aufarbeitungen bezüglich der Anzahl und auch der Intensität der Banden (s.
Kap. 3.6.3 und 3.6.4).
Wie die Amplifikation der 16S rRNA-Sequenzen in verschiedenen Verdünnungsstufen führten bei
den hier untersuchten Umweltproben auch die Amplifikationen mit unterschiedlichen Zykluszahlen
ebenfalls nicht zu einer Veränderung der TGGE-Muster. So zeigten sich bei Verwendung der ver-
schiedenen Primerpaare bei 25, 30, 35 und 40 Zyklen gleiche Muster (beispielhaft für das Primer-
paar F984-GC/R1346 s. Abb. 3, Spuren 7-10). Allerdings waren die Muster nach nur 25 Zyklen so
schwach, daß die PCR-Produkte vor der Elektrophorese aufkonzentriert werden mußten. Da die
Zykluszahl offenbar keinen Einfluß auf die TGGE-Musterbildung hatte, erfolgte die Amplifikation
von Umweltproben bei allen Primern mit 35 Zyklen.
3.2 Entwicklung von PCR-Primern
3.2.1 Universelle Primer zur Amplifikation der Region V1-V3 der 16S rDNA
Zur Entwicklung von PCR-Primern für TGGE-Analysen, die das 5 -´Ende der 16S rRNA erfassen,
wurden die von Lane (Lane et al., 1985; Lane, 1991) als universell beschriebenen Primer mit E.
coli Bindungspositionen 10-30 und 519-536 modiziert.
Mit der OLIGO-Software Version 4.0 (Rychlik & Rhoads, 1989) wurden die Primer auf ihre
Eignung zur Amplifikation des gewünschten 16S rDNA-Segments überprüft, indem die Primer
hinsichtlich ihrer Schmelztemperatur (allerdings ohne GC-Klammer) und Komplementarität (Ver-
meidung von Primer-Dimeren) aufeinander abgestimmt wurden. Anhand dieser Untersuchungen
wurde der erstmals von Muyzer (Muyzer et al., 1993) für DGGE-Analysen von bakteriellen Ge-
meinschaften eingesetzte universelle Rückwärtsprimer adaptiert und in Kombination mit dem eben-
falls adaptierten Primer F26 angewandt. Der Vorwärtsprimer F26 wurde im Vergleich zu der von
Lane (1991) beschriebenen Sequenz um eine Base in 5´-Richtung verschoben, ebenso wurde der
Rückwärtsprimer R519 im Vergleich zu der von Muyzer (Muyzer et al., 1993) beschriebenen Se-
quenz um zwei Basen in 5´-Richtung verschoben und deckt damit die von Lane (1991) be-
schriebene konservierte Region ab.
Anhand des Computerprogrammes POLAND (Steger, 1994) wurde die relative elektrophoretische
Beweglichkeit von DNA-Molekülen in Temperatur-Gradientengelen berechnet. Die für die Be-
rechnung der Schmelzkurven eingesetzten 16S rDNA-Sequenzen von Bakterienstämmen wurden
Experimente und Ergebnisse 39
aus der EMBL-Datenbank übernommen. Die errechnete relative Mobilität verschiedener PCR-
Produkte, die mit dem Primerpaar F26/R519-GC-1 und R519-GC-2 amplifiziert wurden, zeigte
eine prinzipielle Auftrennbarkeit der Amplifikate auf der TGGE.
Die von Engelen (1998) entwickelte GC-Klammer 1 führt zur Bildung von Primer-Dimeren und
kann durch komplementäre Basenpaarungen zwei verschiedene Haarnadelstrukturen ausbilden, die
einen Abbruch der GC-Klammer während der Amplifikation bewirken kann. Daher wurde eine
GC-Klammer (GC-2) entwickelt, die nach Auswertungen anhand der OLIGO-Software keine
Primer-Dimeren ausbildet. Eine Vermeidung von komplementären Basenpaarungen innerhalb der
GC-Klammer konnte zwar nicht vollständig erreicht werden; allerdings zeigten die Berechnungen,
daß die hier auftretende Haarnadelstruktur eine erheblich verringerte Stabilität aufwies.
Die GC-Klammer 2 wurde mit dem Primer R519 kombiniert. Im TGGE-Gel zeigten jedoch nur
Amplifikate einiger weniger Reinkulturen distinkte Banden. Von Amplifikaten aus Umweltproben
konnte selbst nach Optimierung der PCR kein erkennbares Bandenmuster erhalten werden. Da
auch andere, in ähnlicher Weise modifizierte GC-Klammern in Kombination mit dem Primer F984
in der Anwendung zu keinen zufriedenstellenden Ergebnissen führten (Engelen, 1998), wurde die
ursprüngliche GC-Klammer 1 mit dem Primer R519 kombiniert. Hiermit zeigten alle untersuchten
Reinkulturen distinkte Banden in der TGGE. Amplifikate aus Umweltproben führten jedoch nicht
zu einem Bandenmuster zufriedenstellender Qualität, obwohl einige Sequenzen als distinkte
Banden erkennbar waren. Auch eine Optimierung der PCR-Reaktion durch Amplifikation mittels
einer „Touch-down”-PCR (Kap. 2.5.2.1) führte zu keiner Verbesserung des TGGE-Bandenmusters.
Anhand von Berechnungen mit der POLAND-Software ergaben sich keine Beeinflussungen des
theoretischen Trennverhaltens von PCR-Amplifikaten in einer Gradienten-Gelelektrophorese, wenn
die GC-Klammer mit dem Vorwärtsprimer F26 kombiniert wurde. In der Anwendung hingegen
konnte durch diese Variation eine deutliche Verbesserung erreicht werden. Sowohl Reinkulturen
als auch Nukleinsäuren aus Umweltproben zeigten nach Amplifikation mit dem Primerpaar F26-
GC-1/R519 distinkte Banden auf der TGGE. Anhand von TGGE-Analysen mit senkrechten
Gradienten (Abb. 4) konnte der Temperaturbereich mit einer optimalen Trennleistung ermittelt
werden und so das Auflösungsvermögen der TGGE erhöht werden.
Durch die weitgehende Optimierung der Amplifikations- und Elektrophoresebedingungen konnten
sowohl DNA- als auch RNA-Extrakte aus verschiedenen Umwelthabitaten (Boden, Rhizosphäre
und Rhizoplane) einer Analyse zugänglich gemacht werden (Abb. 5).




Abb 4: Schmelzkurven von PCR-Produkten des Primerpaares F26-GC/R519. Der Temperatur-
gradient von 25°C-65°C wurde senkrecht zur Elektrophoreserichtung angelegt. Je 20 µl der
Amplifikate von Agrobacterium tumefaciens (DSM 30205) und Pseudomonas fluorescens (R2f)
wurden auf einem durchgehenden Auftragslot aufgetragen. Laufbedingungen: Nach Probenauf-
trag 60 min Vorlauf bei 20 mA ohne Temperaturgradient (20°C), anschließend 3,5 h Laufzeit
bei 28 mA und eingestelltem Temperaturgradienten.
Abb. 5: Aus der Amplifikation mit
dem Primerpaar F26-GC/R519 re-
sultierende TGGE-Bandenmuster ver-
schiedener RNA-Extrakte aus Um-
weltproben. Aufgetragen sind Ampli-
fikate unabhängiger Wiederholungen
aus der Rhizoplane von Roggenpflan-
zen, die in verschiedenen Böden an-
gezogen wurden. Spuren 1-4: FAL-
Bodentyp, Spuren 5-8: STM-Boden-
typ, Spur 9: Marker.
987654321
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3.2.2 Primer R1463 zur Amplifikation von S. meliloti und verwandten Sequenzen
Um einen Primer zu entwickeln, der S. meliloti und verwandte Sequenzen erfaßt, wurden anhand
des arb-Programmpakets mit der Sondensuchfunktion („probe-design”) verschiedene Bereiche
ausgewählt, die möglichst selektiv S. meliloti -verwandte Sequenzen erfassen. Die Überprüfung der
erfaßten Zielsequenzen wurde mit der „probe-match”-Funktion dieser Software durchgeführt. Der
Bereich 1463-1481 der 16S rDNA (E. coli Numerierung) wurde schließlich näher getestet, da hier
im Gegensatz zu einigen anderen möglichen Primersequenzen alle Sinorhizobien-Arten, aber nur
eine begrenzte Anzahl weiterer Sequenzen aus den α-Proteobakterien theoretisch erfaßt wurden.
Nach Optimierung der Primersequenz mittels der OLIGO-Software erfolgte die Ermittlung mög-
licher Zielsequenzen des Primers R1463 anhand der RDP-Datenbank (Maidak et al., 1997), wobei
die Gesamtheit der prokariotischen SSU rRNA-Sequenzen der Datenbank mit einbezogen wurde.
Wurden keine Fehlpaarungen bei der Analyse zugelassen, befanden sich alle Zielsequenzen inner-
halb der Rhizobium-Agrobacterium Gruppe, wobei nur Sequenzen aus den folgenden Untergruppen
erfaßt wurden: Agrobacterium assemblage, Rhizobium leguminosarum-, Rhizobium tropici-, Sino-
rhizobium fredii-, Bartonella- und Rhizobium loti-Untergruppe.
Wurden bei der Analyse bis zu drei Fehlpaarungen zugelassen, so konnten neben einem Vertreter
der ε-Proteobakterien (Campylobacter sp.), der sich in der Zielsequenz nicht von Blastomonas
natatoria und Sphingomonas paucimobilis (α-Proteobakterien) unterschied, auch einige Sequenzen
aus der Gruppe von Clostridium und verwandten Sequenzen erfaßt werden. Die erfaßten Gram-
positiven Sequenzen zeichneten sich jedoch alle durch drei Fehlpaarungen am 3 -´Ende der Primer-
sequenz aus, so daß eine Amplifikation nicht zu erwarten war. Alle weiteren möglichen Zielse-
quenzen befanden sich innerhalb der α-Proteobakterien.
Um die tatsächliche Spezifität des Primers zu ermitteln, wurde von verschiedenen Reinkulturen
DNA extrahiert und für eine Amplifikation mit dem Primerpaar F984-GC/R1463 eingesetzt. Insge-
samt wurden 33 Sequenzen von α-Proteobakterien und als Kontrolle 15 Sequenzen von nicht-α-
Proteobakterien aus verschiedenen phylogenetischen Gruppen untersucht (Tab. 4). Hierbei wurden
gezielt einige Sequenzen auf ihre Amplifizierbarkeit überprüft, die anhand der theoretischen Be-
rechnung von Zielsequenzen mittels der RDP- und arb-Datenbank trotz weniger Fehlpaarungen
eine Amplifikation als möglich erschienen ließen. So wurde beispielsweise eine Reinkultur von
Blastomonas natatoria getestet, die allerdings kein Amplifikat mit dem Primer R1463 ergab. Um
die prinzipielle Amplifizierbarkeit der DNA-Extrakte zu testen, wurde als Positivkontrolle jeweils
eine PCR mit dem universellen Primerpaar F984-GC/R1346 durchgeführt, wobei alle untersuchten
Sequenzen ein Signal ergaben.
Es zeigte sich, daß eine Basenfehlpaarung die Amplifizierbarkeit nicht beeinflußte, auch dann
nicht, wenn diese am 3´-Ende der Primersequenz vorlag (z.B. Agrobacterium rubi). Insgesamt
konnte eine Tolerierung von maximal zwei Fehlpaarungen für eine Amplifikation detektiert werden
– allerdings nur dann, wenn beide Fehlpaarungen nicht innerhalb des 3´-Endes der Primersequenz
lagen (s. z.B. Bradyrhizobium japonicum), bzw. wenn nicht die erste Base am 3´-Ende des Primers
betroffen war (z.B. Rhodospirillum fulvum im Vergleich zu Blastobacter aggregatis). Mehr als
zwei Fehlpaarungen verhinderten eine Amplifikation (s. Blastomonas natatoria, Rhodobacter
capsulatus). Unter den hier vorliegenden Amplifikationsbedingungen (Annealingtemperatur 61°C)
konnten alle untersuchten Rhizobium- und Sinorhizobium-Sequenzen erfaßt werden, sowie einige
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weitere Sequenzen aus der Rhizobium-Agrobacterium und Rhodopseudomonas fulvum Gruppe. Da
offensichtlich nur zwei Fehlpaarungen unter den oben genannten Bedingungen bei einer Amplifi-
kation toleriert wurden, führten nicht alle untersuchten α-Proteobakterien und keine der getesteten
nicht-α-Proteobakterien zu einer Amplifikation.
Aufgrund dieser Ergebnisse erfolgte eine erneute theoretische Berechnung möglicher Ziel-
sequenzen anhand der RDP-Datenbank, wobei nur zwei Fehlpaarungen unter den genannten Be-
dingungen zugelassen wurden, um jene Sequenzen zu erfassen, die sehr wahrscheinlich mit dem
Primer R1463 erfaßbar sind. Die Analyse ergab als mögliche Zielsequenzen nur Sequenzen inner-
halb der α-Proteobakterien, wobei aus drei Gruppen der α-Proteobakterien (Rickettsia und Ver-
wandte, Sphingomonas- und Rhodospirillum salexigens-Gruppe) keine Sequenzen erfaßt wurden.
Aus der Rhodobacter-, Hyphomonas- und Caulobacter-Gruppe sind wahrscheinlich nur sehr
wenige Sequenzen jeweils erfaßbar, aus dem Rhodospirillum rubrum-Assemblage nur Sequenzen
aus der Azospirillum- und Acidiphilium-Untergruppe. Der überwiegende Teil der erfaßbaren Se-
quenzen wurde anhand der RDP-Einteilung in die Rhizobium-Agrobacterium Gruppe eingeordnet,
wobei alle in die Datenbank eingeordneten Sinorhizobien-Sequenzen erfaßt wurden. Abgesehen
von dem Rhodomicrobium vannielii- und Pedomicrobium-Assemblage sind in unterschiedlichem
Ausmaß Sequenzen aus allen anderen 14 Untergruppen der Rhizobium-Agrobacterium Gruppe
prinzipiell erfaßbar.
Um die selektive Amplifikation des Primers darzustellen, wurden vier verschiedene Modell-
gemeinschaften, bestehend aus 16S rDNA Sequenzen von je vier α-Proteobakterien, die mit dem
Primer R1463 amplifzierbar waren, und vier nicht-α-Proteobakterien, hergestellt. Die Modell-
gemeinschaften enthielten
(I) gleiche Mengen an Ziel-DNA,
(II) α-proteobakterielle Sequenzen 10fach verdünnt,
(III) α-proteobakterielle Sequenzen 100fach verdünnt und
(IV) α-proteobakterielle Sequenzen 1000fach verdünnt.
Die Modellgemeinschaften wurden sowohl mit dem Primerpaar F984-GC/R1346 als auch F984-
GC/R1463 amplifiziert und auf der TGGE aufgetrennt (Abb. 6). Die aus der Amplifikation mit dem
Primer R1346 resultierenden Bandenmuster spiegelten das Verhältnis der Ziel-DNA-Sequenzen
wider: Während die nicht-α-proteobakteriellen Sequenzen in den vier Gemeinschaften dieselben
Intensitäten aufzeigten, konnten bei einer 1000fachen Verdünnung der α-proteobakteriellen Se-
quenzen diese nicht mehr detektiert werden und nur sehr schwach bei einer 100fachen Verdünnung
(Abb. 6, Spur 1-4). Die TGGE-Muster nach der Amplifikation mit dem Primer R1463 enthielten
nur Banden der α-Proteobakterien. Auch bei einer 1000fach höheren Konzentration an nicht-α-
proteobakteriellen Sequenzen (Spur 8) wurden diese Sequenzen nicht amplifiziert, was die
Spezifität des Primers R1463 belegt.
Das Migrationsverhalten verschiedener α-proteobakterieller Sequenzen in der TGGE nach
Amplifikation mit dem Primer R1463 zeigte, daß die verschiedenen Gattungen gut voneinander
trennbar waren (teilweise dargestellt in Abb. 6, Spur 5-8). Nur die Amplifikate von Rhizobium
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leguminosarum und Sinorhizobium meliloti zeigten ein vergleichbares Laufverhalten. Allerdings
konnten nicht immer alle Arten einer Gattung anhand ihres Laufverhaltens voneinander getrennt
werden. So zeigten im Gegensatz zu den in Tab. 4 aufgeführten Agrobakterien- und Rhizobien-
Arten die untersuchten Phyllobakterien-, Mesorhizobien- und zwei Sinorhizobien-Arten jeweils















Abb. 6: Untersuchungen von Modellgemeinschaften bestehend aus 16S rDNA Sequenzen von je
vier α-Proteobakterien (Phyllobacterium rubiacerarum (16), Rhizobium galegae (21),
Rhizobium leguminosarum (25), Sinorhizobium terangae (30)) und vier nicht-α-Proteobakterien
(Variovorax paradoxus (ms 8), Pseudomonas putida (ms 43), Clostridium pasteuranum (Cp),
Nocardia asteroides (M6)). Die Stammbezeichnung bzw. Herkunft der Stämme ist in Tab. 4
dargestellt. Die Modellgemeinschaften wurden mit dem Primerpaar F984-GC/R1346 (Spur 1-4)
und F984-GC/R1463 (Spur 5-8) amplifiziert und auf der TGGE aufgetrennt. Die Gemeinschaf-
ten enthielten gleiche Mengen an Template-DNA (Spur 1 und 5), α-proteobakterielle Se-
quenzen 10fach verdünnt (Spur 2 und 6), α-proteobakterielle Sequenzen 100fach verdünnt
(Spur 3 und 7) und α-proteobakterielle Sequenzen 1000fach verdünnt (Spur 4 und 8). ss: röt-
licher gefärbter DNA-Einzelstrang.
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Tab. 4: Auf Amplifizierbarkeit mit dem Primerpaar F984-GC/R1463 untersuchte Bakterienspezies
mit Angabe der Abweichungen in den Zielsequenzen des Primers R1463. Die Zuordnung der
Bakterienspezies erfolgte anhand der RDP-Datenbank.
Spezies Stamm Ziel-Sequenz (5`-3`)CAGCU=AACCACGGUAGGGUCAGC=GACUG





Sinorhizobium meliloti ATCC 9930 -----=------------------=----- Sinorhizobium fredii Untergruppe +
Sinorhizobium terangae ORS 1009 -----=------------------=----- Sinorhizobium fredii Untergruppe +
Sinorhizobium saheli ORS 609 -----=------------------=----- Sinorhizobium fredii Untergruppe +
Rhizbium galegae ATCC 43677 -----=------------------=----- Agrobacterium assemblage +
Rhizobium giardini H 152 -----=------------------=----- keine Zuordnung möglich +
Rhizobium leguminosarum ORS 662 -----=------------------=----- Rhizobium leguminosarum Untergruppe +
Rhizobium elti CFN 42 -----=------------------=----- Rhizobium leguminosarum Untergruppe +
Phyllobacterium
myrsinacearum
LMG 1 ---GC=------------------=----- Rhizobium loti Untergruppe +
Phyllobacterium
rubiacearum
LMG 2 ---GC=------------------=----- Rhizobium loti Untergruppe +
Rhizobium ciceri ATCC 51585 keine Sequenz vorhanden Rhizobium loti Untergruppe +
Rhizobium mediterraneum UPMCa 36 ---GC=G-----------------=----- Rhizobium loti Untergruppe +
Mesorhizobium huakui CCBAU 2609 ---GC=G-----------------=----- Rhizobium loti Untergruppe +
Mesorhizobium loti A NZG 6124 ---GC=G-----------------=----- Rhizobium loti Untergruppe +
Rhizobium tropici CIAT 899 -----=------------------=----- Rhizobium tropici Untergruppe +
Agrobacterium rhizogenes LMG 2408 -----=------------------=----- Rhizobium tropici Untergruppe +
Agrobacterium tumefaciens ATCC 23308 -----=------------------=----- Agrobacterium assemblage +
Agrobacterium vitis CFBP 2621 ----G=------------------=----- Agrobacterium assemblage +
Agrobacterium rubi LMG 17935 ---GC=G-----------------=----- Agrobacterium assemblage +
Mycoplana dimorpha ATCC 4279 ---GC=G-----------------=----- Brucella assemblage +
Ochrobactrum anthropi ATCC 49188 ---GC=G-----------------=----- Brucella assemblage +
Zoogloea ramigera Umweltisolat ---GC=G-----------------=----- Brucella assemblage +
Azorhizobium caulinodans ATCC 43989 ---GC=G----------------U=----- Rhodopseudomonas viridis Untergruppe +
Blastobacter aggregatis ATCC 43293 -----=-C------G---------=-U--- Blastobacter Untergruppe +
Bradyrhizobium sp lupinus LL 13 ----C=GG----------------=----- Bradyrhizobium Untergruppe -
Bradyrhizobium japonicum USDA 110 ----C=GG----------------=----- Bradyrhizobium Untergruppe -
Rhodospirillum fulvum Gruppe
Azospirillum liloferum 4B ----C=----------A-------=----- Azospirillum lipoferum Untergruppe +
Azospirillum brasilense SP 7 ----C=---------CA-------=----- Azospirillum lipoferum Untergruppe +
Azospirillum amazonense DSM 2787 ----C=G---------C-------=----- Azospirillum lipoferum Untergruppe -
Magnetospirillum
gryphiswaldense
DSM 6361 ----C=G---------A-------=----- M. gryhiswaldense Untergruppe -
Rhodospirillum fulvum DSM 113 ----C=G---------A-------=----- M. gryhiswaldense Untergruppe -
Rhodobacter Gruppe
Rhodobacter capsulatus ATCC 11166 -----=-G----------C----U=----- Rhodobacter capsulatus Untergruppe -
Sphingomonas Gruppe
Blastomonas natatoria DSM 3183 ---GC=G--------G—-U-----=----- Rhizomonas suberifaciens-Untergruppe -
Sphingomonas capsulata ATCC 14666 ----C=-G----------C----U=----- Sphingomonas subarctica Untergruppe -
Nicht-Alpha-Proteobakterien
Clostridium pasteuranum DSM 525 ----G=GC-G-A---G--A-U--U=--U-- Low GC -
Bacillus subtilis DSM 402 ----C=GC-G-A---G--ACAGAU=--U-- Low GC -
Actinoplanes phillipiensis JCM 3001 G---C=GU-G-A--..........=..... High GC -
Nocardia asteroides N3 G---C=GU-G-A---G--A--G-C=--... High GC -
Kineosporia aurantiaca JMC 3230 G-NNN=GU-G-A---G--ACGUGGC=--.. High GC -
Nocardiopsis atra ATCC 31511 keine Sequenz vorhanden High GC -
Actinomadura malachitica DSM 43462 keine Sequenz vorhanden High GC -
Variovorax paradoxus DSM 645 GC-A-=U-------C-----UC-U=----- Beta-Proteobakterien -
Comamonas acidovorans DSM 39 GC---=U-U-----CG----UU-U=----- Beta-Proteobakterien -
Pantoea agglomerans GSPB 450 G----=U-----UU-GU-A-UCAU=----- Gamma-Proteobakterien -
Erwinia carotovora DSM 30168 GC---=U-----UU-GU-A-UCAN=---C- Gamma-Proteobakterien -
Pseudomonas fluorescens R2f GC-G-=U--------GU-A-UCAU=----- Gamma-Proteobakterien -
Aeromonas schubertii DSM 4882 GC-U-=U--------GU-A-UCAU=----- Gamma-Proteobakterien -
ms 43 (Pseudomonas putida) Umweltklon * keine Sequenz vorhanden Gamma Proteobakterien -
Arcobacter nitrofigilis DSM 7299 -UA-C=UU----A-—G-AU-U-—Y=----- Epsilon-Proteobakterien -
Übereinstimmende Basen zu der Zielsequenz des Primers R1463 sind durch Striche (-) gekenn-
zeichnet. *Die Zuordnung der Klonsequenz ms 43 aus der Klonbibliothek Bielefeld erfolgte an-
hand einer Partialsequenzanalyse (ca. 1300 Bp; S. Weidner, mündliche Mitteilung).
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3.3 Etablierung einer Methode zur Auswertung von TGGE-Gelen
Um Bandenmuster unter Berücksichtigung der Bandenintensität auf verschiedenen TGGE-Gelen
prinzipiell miteinander vergleichen zu können, müssen mehrere Kriterien erfüllt sein. So muß die
Signalstärke der silbergefärbten Nukleinsäuren auf der TGGE in einem linearen Verhältnis zu der
aufgetragenen Nukleinsäurekonzentration stehen, zudem muß die Vergleichbarkeit zwischen ver-
schiedenen Gelen gewährleistet sein. Ebenso müssen die Parameter zur densitometrischen Aus-
wertung ermittelt und standardisiert werden, die eine reproduzierbare Quantifizierung und somit
die Vergleichbarkeit der Muster gewährleisten.
Um das Verhältnis der aufgetragenen DNA-Konzentration zur Signalstärke der silbergefärbten
Nukleinsäuren zu ermitteln, wurden verschiedene PCR-Produkte von Reinkulturen mehrfach in
verschiedenen Verdünnungen auf der TGGE aufgetrennt. Hierbei zeigte sich, daß in einem be-
stimmten Bereich („Peak OD“: 0,015-0,6, bzw. „Trace OD” als das Peakintegral: 0,01-0,8
[OD x mm]) die Linearität gewährleistet war, wobei allerdings eine Vervierfachung der aufge-
tragenen Nukleinsäurekonzentration nur zu einer Verdoppelung der Signalstärke führte. Bei sehr
geringen, an der Detektionsgrenze liegenden, als auch bei sehr hohen Signalstärken war hingegen
keine Korrelation mehr möglich. Bei der Analyse von Bandenmustern aus Umweltproben, die aus
der Amplifikation mit universellen Primern resultierten, wurden allerdings in keinem Fall einzelne
Sequenzen so stark amplifiziert, daß sie Signalstärken erreichten, die oberhalb des linearen Be-
reiches lagen. Banden, die so schwach gefärbt waren, daß sie in dem Bereich lagen, in dem eben-
falls eine Korrelation nicht mehr gegeben war, wurden bei einem Mustervergleich nicht berück-
sichtigt. Insofern ist unter diesen Voraussetzungen die Annahme gerechtfertigt, daß die Intensität
der detektierten Banden mit dem DNA-Gehalt in der jeweiligen Bande korreliert.
Die hier angewandte Silberfärbung führte zu einer Hintergrundfärbung der Gele, die unter-
schiedlich stark ausgeprägt war. Es zeigte sich allerdings, daß durch die von der verwendeten
Software gebotenen Möglichkeit des Abzugs des Hintergrundsignals über das gesamte Gel Unter-
schiede in der Färbung zwischen verschiedenen Gelen ausgeglichen werden konnten.
Um die Intensität der einzelnen Banden vergleichen zu können, war zusätzlich der Hintergrund-
abzug jeder einzelnen Gelspur auf eine einheitliche Basislinie notwendig, da ansonsten die unter-
schiedlich starken Hintergrundsignale in den einzelnen Gelspuren die Berechnung der Banden-
intensitäten verfälschten.
Die Etablierung dieses Verfahrens erfolgte sowohl an Umweltproben als auch an Modell-
gemeinschaften, die aus PCR-Gemischen hergestellt wurden, welche sich in der Anzahl und Quan-
tität der jeweiligen Sequenzen (6-15 Reinkultursequenzen) unterschieden, und die jeweils auf ver-
schiedenen TGGE-Gelen aufgetrennt wurden. Hierbei zeigte sich, daß durch die Standardisierung
der einzustellenden Parameter bei der Gelauswertung ein Mustervergleich auch zwischen ver-
schiedenen Gelen möglich war.
Um die Ähnlichkeiten der resultierenden TGGE-Muster darzustellen, wurde eine Clusteranalyse
anhand der Diversity Database Software durchgeführt, wobei die Abgleichung der Bandenmuster
auf verschiedenen Gelen anhand von Markerproben erfolgte (s. Kap. 2.7). Generell problematisch
bei einer Clusteranalyse ist allerdings die Bandenzuordnung, d.h. die Festlegung, ob zwei Banden
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mit ähnlichem Laufverhalten auch tatsächlich dieselbe Position einnehmen und somit zu demselben
Bandentyp zugeordnet werden können. Anhand der Auswertung von Modellgemeinschaften (s.
oben) zeigte sich, daß eine falsche Zuordnung von schwachen Banden nur eine geringe Aus-
wirkung auf die berechnete Ähnlichkeit der Muster hatte, dagegen bewirkte eine unterschiedliche
Zuordnung dominanter Banden eine stärkere Änderung der Ähnlichkeitswerte. Da nicht immer eine
entsprechende Bandenzuordnung zu einem Bandentyp mit ausreichender Sicherheit erfolgen kann,
bietet die hier verwendete Software die Möglichkeit, die Zuordnung einzelner Banden offen zu
lassen, wobei das Vorkommen der Bande und auch deren Intensität trotzdem mit in die Berechnung
einbezogen wird.
Anhand von vielfältigen Vorversuchen erwies sich die Anwendung dieser Option bei einer nicht
mit großer Sicherheit erfolgenden Zuordbarkeit einzelner Banden zu einem bestimmten Bandentyp
in einem komplexen Bandenmuster als sinnvoll.
Die Berechnung der Ähnlichkeit erfolgte durch den Dice-Koeffizienten, die Clusterung anhand des
UPGMA-Algorithmus (Diversity Database User Guide, 1996), da diese Berechnungen als
traditionell gut geeignete Methoden angesehen werden (Sackin & Jones, 1993). Die Verwendung
anderer Koeffizienten (Jaccard-Koeffizient) führte zu veränderten Absolutwerten der Ähnlichkeit,
die relative Ähnlichkeit der Muster untereinander blieb allerdings in vergleichbaren Größen-
ordnungen. Eine Berechnung anhand des Pearson-Korrelations-Koeffizienten war mit der ver-
wendeten Software nicht möglich.
3.4 V6-Sonden
Um einzelnen Banden aus dem TGGE-Muster Isolate oder Klonsequenzen einer Klonbank zu-
ordnen zu können, wurde das Migrationsverhalten der 16S rDNA-Amplifikate der Isolate bzw.
Klone auf der TGGE verglichen. Da ein identisches Laufverhalten von PCR-Produkten durch das
vergleichbare Schmelzverhalten der Moleküle bedingt ist, aber nicht notwendigerweise auf
Sequenzidentität hinweist, wurde eine Methode angewandt, die durch die Verwendung von V6-
Sonden eine Verbindung zwischen TGGE-Banden und Klonsequenzen ermöglichte (Heuer et al.,
1999; Kap. 2.8).
Von einer Klonsequenz (ms 12) der in dem Verbundprojekt von der Universität Bielefeld ange-
legten Klonbank, die ein identisches Laufverhalten zu einer im TGGE-Muster dominierenden
Bande aufwies, wurde eine V6-Sonde hergestellt (s. Kap. 2.8). Hierbei wurden die Primer-
sequenzen der Sonde zunächst nicht entfernt. Anschließend wurde diese Sonde für eine
Hybridisierung der entsprechenden elektrogeblotteten TGGE-Bandenmuster eingesetzt (Abb. 8b).
Die Sondenspezifität stellt sich allerdings als äußerst unzureichend heraus, da mehrere Banden im
DNA- und RNA-TGGE-Muster (Abb. 8b, Spur 2-4) Signale ergaben. Dies wurde wahrscheinlich
dadurch bedingt, daß aufgrund der universellen Primerbindungsstellen ca. ein Drittel der Sonde aus
phylogenetisch konservierten Nukleotiden bestand, die die Spezifität stark herabsetzten. Aus
diesem Grund wurden nach der Amplifikation die konservierten Primersequenzen des Amplifikates
enzymatisch entfernt (Kap. 2.8.1), so daß nur noch die hypervariable V6-Region als Sonde
fungierte (s. Abb. 7).
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Abb. 7: Herstellung modifizierter V6- Sonden.
Spur 1 enthält das 98 Bp PCR-Produkt der nicht modifizierten Sonde
nach Amplifikation mit dem die V6-Region flankierenden Primerpaar
F985-PTO und R1046-PTO. Durch Verwendung dieser Primer erfolgte
der anschließende Verdau mit einer doppelstrang-spezifischen 5´-3´ Exo-
nuklease nur bis zu der Phosphothionatbindung am 3´-Ende der Primer.
Die partiell einzelsträngige Sonde nach dieser Hydrolyse ist in Spur 2
dargestellt. Der zu der Primersequenz komplementäre, übriggebliebene
Einzelstrang wurde nachfolgend mit einer einzelstrang-spezifischen
Nuklease abgedaut. Die so modifizierte 62 Bp Sonde ist in Spur 3
dargestellt.
2 31
 Die Sonde und die dargestellten Zwischenprodukte wurden durch eine
Polyacrylamid-Gelelektrophorese aufgetrennt, elektrogeblottet und an-
schließend anhand ihrer Chemilumineszenz detektiert.
Abb. 8: Hybridisierung eines TGGE-
Geles mit einer V6-Sonde unterschied-
licher Spezifität.
a: SYBR-Green gefärbtes TGGE-Gel der
nach der Amplifikation der DNA (Spur
2) und RNA (Spur 3 und 4) resultieren-
den Bandenmuster der bakteriellen Ge-
meinschaft der Rhizoplane von Luzerne.
Die aus dem Bandenmuster der RNA
eluierte Sequenz a3 (Spur 7) zeigte ein
identisches Laufverhalten zu der 16S
rDNA-Sequenz des Klons ms 12 (Ver-
wandtschaft zu Pseudomonas putida,
Spur 6). Zusätzlich wurden 16S rDNA
Amplifikate eines weiteren Klones der
Klonbibliothek (Verwandtschaft zu
Variovorax paradoxus, Spur 5) und eines
Klones von S. meliloti (Spur 1) aufge-
trennt. Das elektrogeblottete Gel wurde
hybridisiert mit einer nicht modifizierten
V6-Sonde der Konsequenz ms 12 (b) und
mit einer durch den Abdau der Primerse-
quenz modifizierten V6-Sonde derselben
Klonsequenz (c).
1 2 3 4 5 6 7
1 2 3 4 5 6 7
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Nach Ermittlung der Reaktionsbedingungen, unter denen eine vollständige Entfernung der Primer-
sequenzen stattfand, zeigte die Hybridisierung des geblotteten TGGE-Gels mit dieser modifizierten
V6-Sonde eine erheblich gesteigerte Spezifität (s. Abb. 8c). Zwar hybridisierte die Sonde wider
Erwarten noch mit zwei weiteren Sequenzen aus den TGGE-Mustern der DNA und RNA (Spur 2-
4), eine anschließende Sequenzanalyse dieser TGGE-Banden (s. Kap. 3.6.1) ergab allerdings eine
Homologie von 100% in der V6-Region, was eine Unterscheidung dieser Sequenzen mittels einer
V6-Sonde grundsätzlich verhinderte.
Um die Sondenspezifität darzustellen, wurde die Anzahl der Nukleotid-Fehlpaarungen ermittelt,
die eine Hybridisierung der modifizierten V6-Sonden verhinderte.
Hierzu wurden Untersuchungen anhand von zehn 16S rDNA-Klonsequenzen durchgeführt, die
aufgrund der Sequenzanalyse als Pseudomonas putida eingeordnet wurden (freundlicherweise zur
Verfügung gestellt von S. Weidner). In der V6-Region zeigten drei Klonsequenzen eine Deletion
einer Base an Position 1028 und eine Klonsequenz einen Basenaustausch (G gegen A) an Position
1036 (E. coli Numerierung) gegenüber den anderen Klonsequenzen. Bei nachfolgenden Dot-Blot
Hybridisierungen konnten allerdings diese Sequenzunterschiede von je einer Base bei der Ver-
wendung von modifizierten V6-Sonden von einem dieser Klone nicht erfaßt werden, da alle Klon-
sequenzen ein Signal ergaben.
Weitere Untersuchungen wurden anhand von 15 nahe verwandten 16S rDNA-Klonsequenzen aus
der Gruppe der β-Proteobakterien (Rubrivivax-Gruppe, ebenfalls freundlicherweise zur Verfügung
gestellt von S. Weidner) durchgeführt. Von einer Klonsequenz wurde eine modifizierte V6-Sonde
hergestellt, wobei sich die V6-Region dieser Klonsequenz von denen der anderen Klonsequenzen
in 2, 3, 6, 10 oder 17 Nukleotiden unterschied. Die einzige Klonsequenz, die bei der nachfolgenden
Dot-Blot Hybridisierung ein Signal ergab, war die, von der die V6-Sonde hergestellt wurde. Inso-
fern war die Hybridisierungsstringenz der modifizierten Sonde so hoch, daß Unterschiede von zwei
Basen in der Zielsequenz differenziert werden konnten. Die Klonsequenz, die in der V6-Region in
zwei Basen differierte, hatte ein A an Position 1001 bzw. T an Position 1039 (E. coli Numerierung)
im Gegensatz zu G bzw. C in der Sondensequenz.
3.5 Unspezifische Bandenbildung auf der TGGE
Bei der Amplifikation von Reinkultur- und Klonsequenzen mit den verschiedenen Primerpaaren
fiel auf, daß einige Sequenzen keine distinkten, scharfen Banden auf der TGGE bildeten, sondern
eine mehr oder weniger diffuse Schwärzung („Wolke“) darstellten (s. Abb. 9). TGGE-Analysen
mit einem senkrechten Temperaturgradienten ergaben, daß diese Sequenzen während des gesamten
Temperaturbereiches, in dem die 16S Moleküle unvollständig aufgeschmolzen sind, eine un-
scharfe, diffuse Schwärzung zeigten. Außerdem wurden diese Amplifikate zeitlich versetzt auf
einer TGGE mit einem parallelen Temperaturgradienten aufgetragen, um anhand dieser sog. „Time
course”-Analysen (Muyzer et al., 1996) die Elektrophoreseeigenschaften bei verschiedenen Lauf-
zeiten zu untersuchen. Dabei zeigte sich, daß nur ein Teil dieser Sequenzen nach relativ kurzen
Laufzeiten (2 h) distinkte Banden bildete, nach längeren Laufzeiten (ab 3 h) jedoch, genau wie die
anderen untersuchten Sequenzen, diffuse Schwärzungen bildeten (nicht gezeigt). Da von einigen
dieser Kulturen die Sequenz der 16S rDNA bekannt war, und zudem nahe verwandte Sequenzen
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vorlagen, die distinkte Banden bildeten, konnte das theoretische Laufverhalten der Sequenzen in
einem Temperaturgradientengel anhand der POLAND-Software untersucht werden, um Rück-
schlüsse von der Sequenz auf dieses auffällige Laufverhalten zu erhalten. Für die Berechnungen
wurden 6 „wolkenbildene“ und 5 bandenbildene 16S rDNA-Sequenzen naher verwandter Klone
aus der Gruppe der β-Proteobakterien (Rubrivivax-Gruppe) einbezogen. Eine weitere Klonsequenz
dieser Gruppe (ms 65) bildete reproduzierbar eine unscharfe Bande auf der TGGE, die im Unter-
schied zu einer „Wolkenbildung“ aber noch deutlich als Bande erkennbar war (Abb. 9, Spur 3).
Im Gegensatz zu der Berechnung von „Gel-Plots“ (Darstellung der Temperatur gegen die relative
Mobilität der Sequenz, was das Laufverhalten in einem senkrechten Gel simuliert) konnten anhand
der Berechnungen von „Temp-Plots“ (Darstellung der einzelnen Basenpaare der Sequenz gegen die
Temperatur, bei der mit 50%iger Wahrscheinlichkeit das Basenpaar an der entsprechenden Position
aufgeschmolzen ist) Charakteristika ermittelt werden, die spezifisch für die „wolkenbildenen“ Se-
quenzen waren. Anhand der graphischen Darstellung der Temp-Plots können die als Schmelz-
domänen bezeichneten Bereiche von Basenpaaren mit identischer Schmelztemperatur aufgezeigt
werden. Sobald die Domäne mit der niedrigsten Schmelztemperatur die entsprechende Temperatur
erreicht hat, schmilzt die Sequenz partiell auf, so daß deren Migrationsgeschwindigkeit während
der Elektrophorese verringert wird (Muyzer & Smalla, 1998).
In Abb. 10 sind exemplarisch die Temp-Plots einiger Sequenzen dargestellt, die distinkte Banden
bzw. „Wolken“ bildeten. Die Sequenz von Klon ms 8 zeigte eine für TGGE-Anwendungen ideale
Schmelzkurve, da hier fast alle Basenpaare bei Erreichen einer bestimmten Temperatur gleichzeitig
aufschmelzen, was zu einer sehr starken Verringerung der Wanderungsgeschwindigkeit während
der Elektrophorese und somit zur Ausbildung von sehr scharfen Banden führt. Aber auch gering-
fügige Abweichungen von diesem Idealverlauf führten noch zu einer sehr scharfen Bandenbildung
(ms 37).
Anhand der Auswertung der Temp-Plots kann die Bildung unspezifischer Banden auf zwei ver-
schiedene Sequenzcharakteristika zurückgeführt werden: Zum einem das Auftreten einer sehr
langen (ca. 100 Bp), aber gleichzeitig relativ flachen Schmelzdomäne (ms 35), und zum anderen
die Lage einer relativ wenige Basen umfassenden Schmelzdomäne nahe der GC-Klammer (vor-
kommend bei 5 von 6 „wolkenbildenen“ Sequenzen, beispielhaft s. ms 61 und ms 19). Längere
Schmelzdomänen (ca. 65 Bp) nahe der GC-Klammer führten dagegen wieder zur Ausbildung
distinkter Banden (ms 34).
Die Berechnung der Temp-Plots ergab ebenfalls, daß bei drei Sequenzen (unter anderem ms 61)
zusätzlich eine zweite Schmelzdomäne in der Mitte des Amplifikates auftrat. Alle drei Sequenzen
zeigten eine vergleichbare unspezifische Bandenbildung wie Sequenz ms 19, die keine zweite
Schmelzdomäne aufwies, so daß hier offensichtlich die Lage der vorderen Schmelzdomäne nahe
der GC-Klammer ausschlaggebend für die „Wolkenbildung“ war. Die Sequenz von ms 65 war
dadurch gekennzeichnet, daß keine Schmelzdomäne nahe der GC-Klammer vorlag, allerdings eine
zu ms 61 vergleichbare Domäne in der Mitte des Amplifikates, was hier zur Bildung einer un-
scharfen Bande führte. Insofern beeinträchtigte eine solche Schmelzdomäne offensichtlich die
Ausbildung distinkter, scharfer Banden; führte allerdings nicht zu einer „Wolkenbildung“.
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Abb. 10: Darstellung der Temp-Plots einiger nahe verwandter Sequenzen, die nach Amplifikation
mit dem Primerpaar F984-GC/R 1346 auf der TGGE unterschiedliche Laufverhalten (distinkte
Bande: ms 8 und 37 (a); ms 34 (b); diffuse Schwärzung („Wolke“): ms 19 und 61 (c); ms 35(d);
unscharfe Bande: ms 65 (e)) zeigten. Die Berechnung erfolgte anhand der POLAND-Software
unter Einbeziehung der Primersequenzen und der GC-Klammer.
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Abb. 9: Darstellung der unterschiedlichen Laufver-
halten von 16S rDNA-Klonsequenzen auf der TGGE,
die mit dem Primerpaar F984-GC/R1346 amplifiziert
wurden. Anhand von Sequenzanalysen wurden alle
Sequenzen in die Rubrivivax-Gruppe der β-Proteo-
bakterien eingeordnet, wobei die als ms 8 (Spur 1), ms
28 (Spur 2) und ms 38 (Spur 7) bezeichneten Klone
distinkte Banden auf der TGGE bilden.
7654321
 Das in Spur 3 aufgetragene Amplifikat von ms 65
zeigt eine unscharfe Bandenbildung, während die
Klonsequenzen ms 19, ms 61 und ms 6 (Spur 4-6)
diffuse Schwärzungen („Wolken“) auf der TGGE
zeigten.
3.6 Analyse bakterieller Gemeinschaften
3.6.1 Charakterisierung der bakteriellen Gemeinschaft der Rhizoplane der Luzerne
Um die bakterielle Gemeinschaft der Luzerne näher zu charakterisieren, wurde im Rahmen des
Verbundprojektes Luzerne in kleinen Mikrokosmen in der Universität Bielefeld angezogen. Aus
den Sammelmischproben der Fraktionen Boden, Wurzelboden, Rhizosphäre und Rhizoplane
wurden sowohl DNA als auch RNA extrahiert und mit dem Primerpaar F984-GC/R1346
amplifiziert. Als Wurzelboden wurde hierbei der Boden bezeichnet, der sich nach Entnahme der
Pflanzen aus den Mikrokosmen durch sehr kräftiges Schütteln von den Wurzeln ablösen ließ. In
Abb. 11 sind die aus der Amplifikation der Nukleinsäuren resultierenden TGGE-Muster aus den
verschiedenen Habitaten dargestellt. Anhand des Mustervergleichs zeigte sich, daß sich die je-
weiligen bakteriellen Gemeinschaften in den Habitaten Boden, Wurzelboden/Rhizosphäre und
Rhizoplane unterschieden. So zeichneten sich im Gegensatz zum Boden in der Rhizoplane fast alle
Banden durch eine deutlich höhere Intensität aus, wobei gleichzeitig die Anzahl der Banden ab-
nahm. Die Muster des Wurzelbodens und der Rhizosphäre wiesen untereinander eine größere Ähn-
lichkeit auf, wobei sie sich stärker von der Rhizoplane als von der Bodenfraktion unterschieden.
Der Vergleich der DNA-Muster mit den RNA-Mustern ergab, daß sich in einem Gradienten vom
Boden zur Rhizoplane die Muster immer stärker ähnelten. Während in der Bodenfraktion die im
RNA-Muster dominierenden Sequenzen im DNA-Muster häufig unterrepräsentiert waren, war die
Übereinstimmung des DNA- mit dem RNA-Muster in der Rhizoplane am größten, da hier viele der
im RNA-Muster dominierenden Banden ein identisches Migrationsverhalten zu den im DNA-
Muster dominierenden Banden zeigten.
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Abb. 11: Vergleich der aus
der Amplifikation mit dem
Primerpaar F984-GC/R1346
resultierenden TGGE-Mu-
ster der DNA (Spur 1,3,5,7)
und RNA (Spur 2,4,6,8) der
Fraktionen Boden (Spur
1,2), Wurzelboden (Spur
3,4), Rhizosphäre (Spur 5,6)
und Rhizoplane (Spur 7,8)
der im Rahmen des Ver-



































Im folgenden wurden die TGGE-Muster der Rhizoplane-Fraktion näher charakterisiert. Hierzu
erfolgte zunächst eine Zuordnung von Klonsequenzen aus der von derselben Fraktion angelegten
Klonbibliothek (Universität Bielefeld) zu dem TGGE-Bandenmuster (s. Abb. 12).
Rhizoplanefraktion
DNA-Extraktion RNA und DNA-Extraktion
(Universität Bielefeld) (s. Kap. 2.3)
Herstellung einer Klonbank Amplifikation mit dem
(Universität Bielefeld) Primerpaar F984-GC/R1346
Plasmidpräparation aus Vergleich der Amplifikate




Zuordnung der 16S rDNA Klonsequenzen zu den TGGE-Bandenmustern
Abb. 12: Schematische Darstellung der Zuordnung von Klonsequenzen zu TGGE Bandenmustern
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Für die Herstellung der Klonbank (Universität Bielefeld) wurde ein abweichendes Protokoll zur
DNA-Extraktion als in dieser Arbeit verwendet (mod. nach Tsai & Olson, 1991). Deshalb wurden
zunächst die DNA-Extrakte, die durch die beiden verschiedenen Methoden gewonnen wurden,
nach entsprechender Amplifikation auf der TGGE verglichen, wobei sich nur geringfügige
Unterschiede zwischen den Mustern zeigten. Aufgrund dieser hohen Übereinstimmung konnte
vermutet werden, daß – unter Vernachlässigung möglicher genereller Fehler bei der Amplifikation
bzw. Klonierung – dominierende Sequenzen in der Klonbank dominanten Banden in dem TGGE-
Muster zuzuordnen sind. Aus diesem Grund wurden einige der in der Klonbank dominierenden
Sequenzen anhand des Migrationsverhaltens mit Banden aus dem Muster der RNA und DNA ver-
glichen. Hierzu wurden von den ausgewählten Klonen, die aufgrund der Sequenzanalyse der 16S
rDNA Verwandtschaft zu Pseudomonas putida (10 Klone) und zu β-Proteobakterien (15 Klone,
verwandt zur Rubriviax-, Variovorax-, und Burkholderia-Gruppe) zeigten, eine Plasmidpräparation
durchgeführt und die entsprechenden Amplifikate auf der TGGE aufgetrennt.
2a15
gleiches Laufverhalten zu ms 9
gleiches Laufverhalten zu ms 38
2a7
a1      gleiches Laufverhalten zu ms 43
a4      gleiches Laufverhalten zu ms 18, 20, 36, 42, 46, 63, 78
a3      gleiches Laufverhalten zu ms 12 und 31
2a13












Abb. 13: Zuordnung von Klonsequenzen aus der Klonbibliothek zu Banden aus den aus der
Amplifikation der DNA (Spur 1) und RNA (Spur 2) resultierenden TGGE-Bandenmustern der
Luzernerhizoplane anhand des Laufverhaltens. Klonsequenzen mit einem identischen Lauf-
verhalten zu Banden aus dem TGGE-Muster sind mit „ms” bezeichnet. Die Charakterisierung
der markierten TGGE-Banden ist Abb. 14 zu entnehmen.
Von den zu den β-Proteobakterien zugeordneten Klonen zeigten zwei Klonsequenzen (ms 38, ver-
wandt zu Variovorax paradoxus und ms 9, verwandt zu Burkholderia pickettii) ein identisches
Migrationsverhalten zu je einer dominanten Bande im DNA-Muster. Im RNA-Muster trat bei der
entsprechenden Laufhöhe jeweils eine Bande mit nur sehr geringer Intensität auf. Zwei weitere
Klonsequenzen (ms 13 und ms 28, Verwandtschaft zu Variovorax paradoxus) zeigten ein iden-
tisches Migrationsverhalten, in Übereinstimmung mit einer dominanten Bande sowohl im DNA-
als auch im RNA-Muster (s. Abb. 13). Bei den anderen, den β-Proteobakterien zugeordneten Se-
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quenzen konnten keine weiteren Übereinstimmungen zu den Bandenmustern gefunden werden.
Die als Pseudomonas putida eingeordneten Klone zeigten unterschiedliche Migrationsverhalten:
zwei der untersuchten Klonsequenzen liefen auf derselben Höhe wie die als a3 bezeichnete Bande
im TGGE-Muster, 7 Klonsequenzen liefen auf derselben Höhe wie Bande a4 und eine Klonsequenz
zeigte ein identisches Migrationsverhalten zu Bande a1 (s. Abb. 13). Diese drei Banden (a1, a3 und
a4) waren charakteristisch für die Fraktion der Rhizoplane und dominierten sowohl im RNA- als
auch im DNA-Muster der TGGE (vgl. auch Abb. 11). Eine densitometrische Auswertung, bei der
die Gesamt-OD aller Banden als 100% gesetzt wurde, ergab, daß diese drei Banden zusammen
einem relativen Anteil von 17,3% im RNA-TGGE-Muster entsprachen.
Um eine Zuordnung der Klonsequenzen der Universität Bielefeld zu dem Bandenmuster nicht nur
aufgrund des Vergleichs des Laufverhaltens durchzuführen, wurden zusätzlich von zwei Klon-
sequenzen (ms 28 und ms 46) modifizierte V6-Sonden hergestellt und mit den Bandenmustern
hybridisiert. Die 16S rDNA-Sequenzen der beiden Klone zeigten je ein identisches Migrations-
verhalten zu dominanten Banden im RNA-bzw. DNA-TGGE-Muster (Bande 2b12/Klon ms 28,
verwandt zu Variovorax paradoxus und Bande a4/ms 46, verwandt zu Pseudomonas putida, Abb.
13). Um die im folgenden beschriebenen Übereinstimmungen zu verifizieren, wurden die ent-
sprechenden Banden anschließend aus dem TGGE-Muster eluiert und sequenziert.
Die von der Klonsequenz ms 28 hergestellte Sonde hybridisierte nur mit derjenigen Bande im DNA
bzw. RNA-Muster, die dasselbe Laufverhalten wie ms 28 zeigte (Bande 2b12, Abb. 13). Die zu ms
28 nahe verwandte Klonsequenz ms 13 hatte allerdings eine identische V6-Region und zeigte – wie
oben beschrieben – ebenfalls ein identisches Migrationsverhalten. Insofern konnte mit dieser
Methodik keine exakte Zuordnung der Bande 2b12 zu einer Klonsequenz erfolgen. Die an-
schließende Sequenzanalyse der Bande 2b12 ergab jedoch eine vollständige Übereinstimmung der
Partialsequenz zu Klon ms 13.
Die von der Klonsequenz ms 46 hergestellte Sonde hybridisierte neben der Bande a4 des TGGE-
Musters der DNA und RNA, die ein identisches Laufverhalten zu ms 46 zeigte, noch mit zwei
weiteren Banden des TGGE-Musters (a1 und a3). Diese drei Banden a1, a3 und a4 wurden eluiert
und sequenziert und zeigten eine Homologie von 100% in der V6-Region (vgl. Kap. 3.4). Die
Partialsequenzanalyse der V6-V8-Region der drei Banden ergab eine hohe Ähnlichkeit unterein-
ander und ebenfalls eine Zuordnung zu P. putida.
Um zu ermitteln, ob diese drei untereinander sehr ähnlichen P. putida-Sequenzen, die sowohl im
TGGE-Muster als auch in der Klonbibliothek dominierten, ursprünglich aus verschiedenen oder
gleichen Organismen dieses Habitates stammten und somit eine Sequenzheterogenität vorliegt,
wurden zwei von R. Pukall zur Verfügung gestellte Isolate auf der TGGE untersucht. Die Isolate
stammten aus der Rhizoplane derselben Probenahme im Rahmen dieses Verbundprojektes und
wurden anhand von ARDRA- und Sequenzanalysen ebenfalls als P. putida-verwandte Sequenzen
eingeordnet (R. Pukall, persönliche Mitteilung). Nach Amplifikation der 16S rDNA der Rein-
kulturen bildeten beide Isolate auf der TGGE ein Muster von je drei Banden, die ein überein-
stimmendes Laufverhalten zu den Banden a1, a3 und a4 des TGGE-Bandenmusters zeigten. Dies
deutet auf eine Sequenzheterogenität in der 16S rDNA dieser Bakterien hin.
Ein Vergleich der relativen Bandenintensität dieser drei Sequenzvarianten im RNA- und DNA-
Muster und auch in dem aus den Isolaten resultierenden DNA-Muster zeigte übereinstimmend, daß
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in allen drei Mustern die zu a4 korrespondierende Sequenz die stärkste Intensität aufwies, gefolgt
von der zur Bande a3 entsprechenden Sequenz. Die zu a1 entsprechende Sequenz war in allen
Mustern deutlich schwächer ausgeprägt. Die relative Häufigkeit dieser Sequenzvarianten spiegelte
sich auch in den untersuchten P. putida-Klonen wider, da die Anzahl der jeweiligen Klon-
sequenzen mit der Intensität der entsprechenden Banden innerhalb des TGGE-Musters korrelierte.
Da sich die aus der Fraktion der Rhizoplane resultierenden TGGE-Muster der DNA- und RNA
stark ähnelten, wurden für eine weitere Charakterisierung des Musters nur aus dem RNA-Muster
weitere Banden eluiert, kloniert und mittels der TGGE die entsprechenden Klonsequenzen ge-
screent. Das Ergebnis der Partialsequenzanalyse und der tendenziellen phylogenetischen Ein-
ordnung ist in Abb. 14 dargestellt.
2a15  Leptothrix discophora ATCC 51168 (97,3%)
2a14  Agrobacterium rhizogenes IAM 14222 (97,8%)
2a11  Zoogloea ramigera IAM 12670 (96,4%)
2b8  Pedomicrobium manganicum ACM 3038 (96,3%)
2a13  Pseudomonas putida IFO 14164 (98,8%)
a3  Pseudomonas putida IFO 14164 (98,9%)
a1  Pseudomonas putida IFO 14164 (99,4%)
2a7  Pseudomonas fulva IAM 1529 (99,0%), 
 Pseudomonas caricapayae ATCC 33615 (99,0%)
5a1  Unidentified Betaproteobacteria uni Beta (99,0%)
2a4      Unidentified Betaproteobacteria uni Beta (96,7%),
5a1 (99,0%)
2b12     Variovorax paradoxus IAM 12373 (97,3%), ms 13 (100%)
 
a4  Pseudomonas putida IFO 14164 (100,0%)
Abb. 14: Analyse der partiellen 16S rRNA Sequenzen von eluierten Banden aus dem RNA-TGGE-
Bandenmuster der Rhizoplane der Luzerne mit Angabe der Ähnlichkeiten zu verwandten Daten-
bankreferenzen.
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3.6.2 Charakterisierung der Beeinflussung der bakteriellen Gemeinschaften der
Luzerne durch eine Inokulation mit dem S. meliloti Wildtypstamm 2011 und dem
gentechnisch veränderten Stamm L33
Aufbauend auf dem in Kap. 3.6.1 beschriebenen Versuchsansatz wurde im folgenden Jahr Luzerne
im Rahmen des Verbundprojektes erneut unter vergleichbaren experimentellen Bedingungen in der
GSF Neuherberg angezogen. Zusätzlich erfolgte eine Inokulation mit dem S. meliloti Wild-
typstamm 2011 und dem gentechnisch veränderten Stamm L33. In Form von Sammelmischproben
wurden von jeder Versuchsvariante (Kontrolle, inokuliert mit WT 2011 und L33) sowohl RNA als
auch DNA aus den Fraktionen Boden, Rhizosphäre und Rhizoplane extrahiert, mit dem Primerpaar
F984-GC/R1346 amplifiziert und auf der TGGE aufgetrennt (beispielhaft für die RNA-TGGE-
Muster s. Abb. 15). Anhand des Vergleichs der daraus resultierenden TGGE-Muster zeigte sich,
daß in der Bodenfraktion weder im DNA- noch im RNA-Muster ein Effekt durch eine Inokulation
sichtbar war. Das gleiche galt für das DNA-Muster der Rhizosphäre. Im RNA-Muster der Rhi-
zosphäre trat dagegen in dem nicht inokulierten Kontrollansatz eine Bande auf, für die es keine
Entsprechung in den inokulierten Ansätzen gab (Abb. 15, 16). Die Partialsequenzanalyse dieser
Bande ergab eine Ähnlichkeit von 98,5% zu Cylindrospermum sp. (s. Abb. 16).
In der Fraktion der Rhizoplane traten sowohl im RNA- als auch im DNA-Muster der inokulierten
Ansätze je zwei stark dominierende Banden auf, die in den TGGE-Mustern der Kontrollansätze
nicht (DNA-Muster) oder nur sehr schwach (RNA-Muster) auftraten (s. Abb. 15 und Abb. 16
Bande J12 und R34). Eine Sequenzanalyse dieser Banden ergab eine Ähnlichkeit von 99,7%
(Bande J12) bzw. 100% (Bande R34) zu S. meliloti. Die mit demselben Primerpaar amplifizierte
16S rDNA einer Reinkultur des inokulierten Wildtypstammes 2011 zeigte auf der TGGE ebenfalls
zwei Banden mit einem entsprechenden Migrationsverhalten zu den beiden dominanten Banden im
Rhizoplanemuster (Abb. 15, Spur 10), was auf das Vorliegen einer Sequenzheterogenität in den
16S rRNA-Genen der inokulierten S. meliloti-Stämme hindeutet.
Außer diesen beiden Banden, die direkt auf den inokulierten Stamm zurückzuführen waren,
konnten keine weiteren durch eine Inokulation bedingten Veränderungen der TGGE-Muster aufge-
zeigt werden.
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Abb. 15: Einfluß einer Inokulation
mit dem S. meliloti Wildtyp-
Stamm („WT 2011”) und dem
gentechnisch veränderten Stamm
(„L33”) auf die aus der Amplifi-
kation der 16S rRNA mit dem
Primerpaar F984-GC/R1346 re-
sultierenden TGGE-Muster im
Vergleich zu einer nicht-inoku-
lierten Kontrolle („K”) der Frak-
tionen Boden (Spur 1-3), Rhi-
zosphäre (Spur 4-6) und Rhi-
zoplane (Spur 7-9). Als Vergleich
ist das aus der Amplifikation der
16S rRNA resultierende Banden-
muster der Luzernerhizoplane aus
der Verbundprojektprobenahme
des vorherigen Jahres in Spur 11
dargestellt. In Spur 10 ist das aus
der Amplifikation der DNA mit
demselben Primerpaar resultie-
rende PCR-Produkt einer Rein-





























Wie in dem vorherigen Versuchsansatz zeigte sich auch hier in der Fraktion der Rhizoplane eine
hohe Übereinstimmung zwischen den TGGE-Mustern der RNA und der DNA. Durch Elution und
Sequenzierung weiterer Banden wurde das RNA-TGGE-Muster der Rhizoplane näher
charakterisiert (s. Abb. 16).
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R24  Devosia riboflavina IFO 13584 (96,7%)
E2-15 Variovorax paradoxus IAM 12373 (96,0%) 
R26 Agrobacterium rhizogenes IAM 14222 (97,5%)









J12  Sinorhizobium meliloti LMG 6133 (99,7%) 
R32 Nocardioides sp. (95,8%)
R21 Microthrix parvicella (95%)
R34  Sinorhizobium meliloti LMG 6133 (100%) 
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Abb. 16: Analyse der partiellen 16S rRNA Sequenzen von eluierten Banden aus dem RNA-TGGE-
Bandenmuster der Rhizosphäre (Spur 1-3) und Rhizoplane (Spur 4-6) der Luzerne mit Angabe
der Ähnlichkeiten zu verwandten Datenbankreferenzen. Dargestellt sind die aus der Amplifika-
tion der 16S rRNA mit dem Primerpaar F984-GC/R1346 resultierenden TGGE-Muster der
Luzerne nach einer Inokulation mit dem S. meliloti Wildtyp-Stamm („WT 2011”) und dem
gentechnisch veränderten Stamm („L33”) im Vergleich zu einer nicht-inokulierten Kontrolle
(„K”).
Bei einigen der in diesem Verbundprojekt isolierten Reinkulturen aus der Rhizoplane (DSMZ
Braunschweig) ergaben sich Hinweise, daß sie in unterschiedlichen Häufigkeiten in den ver-
schiedenen Inokulationsansätzen auftraten. Diese Reinkulturen wurden anhand der Partialsequenz-
analyse zu Duganella zoogloeoides und Variovorax paradoxus (jeweils zwei Isolate) eingeordnet
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(A. Götz, persönliche Mitteilung) und auf der TGGE anhand ihres Laufverhaltens mit den aus der
RNA und DNA resultierenden Bandenmustern der Rhizoplane verglichen. Nur das Amplifikat
einer Reinkultur von Variovorax paradoxus zeigte hierbei ein identisches Migrationsverhalten zu
einer stärkeren Bande im TGGE-Muster (Bande E2-15, s. Abb. 16), zwei andere Reinkultur-
amplifikate zeigten ein übereinstimmendes Laufverhalten zu nur sehr schwach ausgeprägten
Banden im Muster und für ein Amplifikat konnte keine entsprechende Bande ermittelt werden. Die
den Reinkulturen entsprechenden Banden im TGGE-Muster zeigten allerdings in den ver-
schiedenen Inokulationsansätzen jeweils eine gleiche Intensität, so daß hier keine Beeinflussung
aufgezeigt werden konnte.
In Spur 11 der Abbildung 15 ist das RNA-TGGE-Muster der Rhizoplane der Luzerne aus dem
vorherigem Jahr (s. Kap. 3.6.1) als Vergleich aufgetragen. Dieses TGGE-Muster unterschied sich
deutlich von dem aus dem nicht-inokulierten Kontrollansatz resultierenden RNA-TGGE-Muster
(Spur 7). Dies zeigte sich ebenfalls in den entsprechenden DNA-Mustern und auch in der Sequenz-
analyse der in den jeweiligen Mustern dominierenden Banden (vgl. Abb. 14): Während im Jahr
zuvor im RNA-Muster der Rhizoplane Variovorax-verwandte Sequenzen und weitere β-Proteo-
bakterien sowie Sequenzen aus der Rhizobium-Agrobacterium Gruppe vorkamen und vor allem P.
putida stark dominant war, konnte im folgenden Jahr die Dominanz dieser Sequenzen nicht be-
stätigt werden. Auffällig war in dieser Probenahme die relativ hohe Anzahl von Banden mit Ver-
wandtschaft zu Sequenzen von Gram-positiven Bakterien mit hohem GC-Gehalt (Bande R14, R32
und R21).
Eine ansatzweise Übereinstimmung konnte nur anhand einer zu Agrobacterium rhizogenes-ver-
wandten Sequenz aufgezeigt werden, die in beiden Jahren im RNA-Muster auftrat: die Sequenz der
Bande R26 zeigte eine relativ hohe Ähnlichkeit (99,3%) zu der im Vorjahr ermittelten Sequenz
2a14. Allerdings zeigten diese beiden Sequenzen auf der TGGE ein unterschiedliches Lauf-
verhalten, so daß es sich hierbei um verschiedene Stämme handelte.
Um zu ermitteln, ob die in diesem Versuchsansatz durchgeführte Inokulation zu einer Beein-
flussung von Sinorhizobien-verwandten Sequenzen führte, wurden die RNA-Extrakte der
Rhizoplanefraktion mit dem Primerpaar F984-GC/R1463 amplifiziert und auf der TGGE aufge-
trennt. Die Verwendung des spezifischen Primers R1463 führte zu einer Verringerung der Banden-
anzahl im Muster (Abb. 17a). Um die erhaltenen Bandenmuster näher zu analysieren, wurde ein
Teil der aufgetrennten Sequenzen eluiert und sequenziert. Die Ergebnisse der Partialsequenz-
analyse der entsprechenden Banden sind in Abb. 17 dargestellt. Hierbei zeigten alle anhand der
Datenbanken ermittelten nächsten verwandten Sequenzen eine Zugehörigkeit zu der Rhizobium-
Agrobacterium Gruppe der α-Proteobakterien, wobei allerdings Rhizobium mongolense in der
RDP-Datenbank nicht hinterlegt war, so daß hier keine Einordnung erfolgen konnte.












Abb 17: Einfluß einer Inokulation von Sinorhizobium meliloti auf die aus der Amplifikation der
16S rRNA mit dem Primerpaar F984-GC/R1463 resultierenden TGGE-Bandenmuster der Luzerne-
rhizoplane. In [a] sind die TGGE-Muster aus dem mit S. meliloti WT 2011 (Spur 2) und L33 (Spur
3) inokulierten Versuchsansatz im Vergleich zu der nicht-inokulierten Kontrolle (Spur 1) darge-
stellt, sowie die aus diesen Bandenmustern eluierten und sequenzierten Banden. [b] zeigt die
graphische Darstellung der Bandenintensitäten anhand der OD-Werte nach Digitalisierung der in
[a] dargestellten TGGE-Muster mittels der Diversity Database-Software. Da keine Unterschiede
zwischen den TGGE-Mustern der beiden inokulierten Ansätze auftraten, wurden die ent-
sprechenden Intensitäten dieser Bandenmuster (Spur 2+3) gemittelt und gegen die RF-Werte dar-
gestellt. Die Analyse der partiellen 16S rRNA Sequenzen der eluierten Banden ergab folgende
Ähnlichkeiten zu verwandten Datenbankreferenzen:
AG 1: Sinorhizobium meliloti LMG 6133 (98,8%)
AG 2: Sinorhizobium meliloti LMG 6133 (99,4%)
AG 3: Rhizobium leguminosarum IAM 12609 (98,5%)
AG 4: Sinorhizobium meliloti LMG 6133 (100%)
AG 5: Bartonella elizabethae ATCC 49927 (96,8%)
AG 6: Rhizobium giardinii (97,9%)
AG 7: Rhizobium mongolense (99,4%)
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Der Vergleich der TGGE-Muster der verschiedenen Inokulationsvarianten zeigte, daß in dem nicht-
inokulierten Kontrollansatz die als AG 3 bezeichnete Bande (Ähnlichkeit zu Rhizobium
leguminosarum 98,5%) dominierte, wobei diese Bande in beiden inokulierten Ansätzen schwächer
ausgeprägt war. In diesen Ansätzen dominierte die Sequenz der jeweils inokulierten S. meliloti-
Stämme (AG 4), gekennzeichnet durch eine Partialsequenzhomologie von 100% zu S. meliloti und
einem identischen Migrationsverhalten zu dem inokulierten Wildtypstamm 2011. Die in Abb. 17b
gezeigte Darstellung der entsprechenden OD-Werte verdeutlicht die jeweiligen Unterschiede in den
Bandenintensitäten.
Anhand der TGGE-Mustervergleiche zeigte sich, daß im Gegensatz zu der Verwendung des
universellen Primers R1346 bei der Anwendung des spezifischen Primers R1463 eine Beein-
flussung der bakteriellen Gemeinschaft durch eine Inokulation aufzeigbar war, die sich nicht nur in
dem zusätzlichen Auftreten der inokulierten S. meliloti-Sequenz (AG 4) in den entsprechenden
Ansätzen äußerte: Die in dem Kontrollansatz dominierende Sequenz AG 3 (Verwandt zu R.
leguminosarum) wurde durch eine Inokulation deutlich in ihrer relativen Stärke reduziert; zudem
wiesen die beiden zu S. meliloti-verwandten Sequenzen AG 1 und AG 2 in den TGGE-Mustern der
inokulierten Ansätze eine größere Intensität auf.
Die TGGE-Muster aus den beiden inokulierten Ansätzen (inokuliert mit S. meliloti WT 2011 und
L33) unterschieden sich untereinander weder bei der Verwendung des Primers 1346, noch bei dem
spezifischen Primer R1463.
3.6.3 Untersuchung des Ausmaßes der Beeinflussung der bakteriellen Gemeinschaft
durch eine Inokulation mit S. meliloti L33 an der Wirtspflanze Luzerne im Vergleich
zu Roggen in verschiedenen Bodentypen
Die in diesem Versuch angezogenen Luzerne- und Roggenpflanzen wurden in zwei verschiedenen
Bodentypen (FAL- und STM-Boden) in großen Mikrokosmen kultiviert. Jeweils die Hälfte der
Mikrokosmen wurde mit S. meliloti L33 inokuliert. Die Ergebnisse der in diesem Versuchsansatz
von R. Miethling durchgeführten Untersuchungen zur Wurzelnodulation sind in Tab. 5a dargestellt.
Bei der Probenahme wurde aus jedem Mikrokosmos je eine Fraktion Boden, Rhizosphäre und
Rhizoplane aufgearbeitet. Aufgrund der hohen Probenanzahl wurden bei den Roggenmikrokosmen
anschließend die Fraktionen von je zwei der vier unabhängigen Wiederholungen vereint, die ent-
sprechenden Fraktionen der Luzernemikrokosmen wurden allerdings separat analysiert. Aus jeder
Fraktion erfolgte eine Ribosomenisolierung und parallele DNA-Extraktion, wobei die Nuklein-
säuren anschließend mit dem Primerpaar F984-GC/R1346 amplifiziert und auf der TGGE aufge-
trennt wurden.
Die daraus resultierenden TGGE-Muster sowohl der RNA als auch der DNA zeigten bei allen An-
sätzen jeweils eine sehr hohe Ähnlichkeit innerhalb der unabhängigen Wiederholungen (s. Abb.
18).
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Abb. 18: Darstellung der Kon-
gruenz der aus der Amplifika-




Dargestellt sind die Amplifikate
aus der Rhizosphäre der
Luzerne im FAL-Bodentyp,
nicht inokuliert (Spur 1-4) und
inokuliert mit L 33 (Spur 5-8).
Spur 9: Marker.
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Abb. 19: Vergleich der aus der Amplifikation der RNA resultierenden TGGE-Muster der ver-
schiedenen Versuchsvarianten. (Zusammenstellung aus zwei verschiedene Gelen, Gel 1: bis
Spur 12, Gel 2: ab Spur 13.) Dargestellt sind jeweils die beiden unabhängigen Wiederholungen
der Roggenpflanzen im STM-Boden (Spur 1-12) und je eine der vier unabhängigen Wieder-
holungen jeder Versuchsvariante der Luzerne (Spur 13-24) in den Habitaten Boden (Spur 1-4
und 21-24), Rhizosphäre (Spur 5-8 und 17-20) und Rhizoplane (Spur 9-12 und 13-16). Die ver-
schiedenen Varianten sind durch folgende Abkürzungen gekennzeichnet: FAL: FAL-Bodentyp,
STM: STM-Bodentyp, L33: inokuliert mit S. meliloti L33, M: Marker.
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In Abb. 19 sind beispielhaft je ein bzw. zwei RNA-TGGE-Muster der unabhängigen Wieder-
holungen der unterschiedlichen Versuchsvarianten dargestellt. Vor allem die Muster der Boden-
fraktionen waren durch das Auftreten sehr vieler Banden mit geringer Intensität charakterisiert,
wobei dies noch deutlicher in den entsprechenden DNA-Mustern zu erkennen war (Abb. 20). Die
Muster der Rhizoplane zeichneten sich dagegen durch ein differenzierteres Muster, d.h. durch
mehrere Banden mit stärkerer Intensität, aus (Abb. 19, 20). In Abb. 20 wird ebenfalls deutlich, daß
– in Übereinstimmung mit den in Kap. 3.6.1 beschriebenen Ergebnissen – sich auch hier die RNA-
Muster im Vergleich zu den DNA-Mustern vom Boden zur Rhizoplane hin immer stärker ähnelten.
Diese Tendenzen waren bei allen hier untersuchten Luzernevarianten in den verschiedenen Boden-
typen (Kap. 3.6.1.-3.6.4) aufzeigbar, ebenso wie bei den anderen Pflanzen Roggen, Bohne und
Klee (s. Kap. 3.6.4).
Abb. 20: Vergleich der aus der Amplifi-
kation der RNA und DNA stammenden
TGGE-Muster in den verschiedenen Ha-
bitaten Boden (Spur 2 und 3), Rhi-
zosphäre (Spur 4 und 5) und Rhizoplane
(Spur 6 und 7) der Luzerne im STM-Bo-
den. Die jeweiligen DNA- und RNA-Ex-
trakte eines Habitates wurden innerhalb
einer Extraktion aus denselben Mikro-
kosmen gewonnen. Die DNA-Muster
sind in Spur 2, 4 und 6, die entsprechen-
den RNA-Muster in Spur 3, 5 und 7 dar-
1 765432
DNA DNARNA RNA RNADNA
gestellt. Spur 1: Marker.
Ein Vergleich der aus den unterschiedlichen Versuchsvarianten resultierenden TGGE-Muster so-
wohl der DNA als auch der RNA ergab, daß sich die Muster aus den Roggenmikrokosmen in allen
Habitaten deutlich von denen der Luzerne unterschieden (beispielhaft für den STM-Boden in Abb.
19 dargestellt).
Die Unterschiede zwischen den beiden Bodentypen FAL und STM waren bei beiden Pflanzenarten
am deutlichsten in der Bodenfraktion zu erkennen. In Abb. 21 ist das resultierende RNA-TGGE-
Muster der Bodenfraktion der Luzerne im STM- und FAL-Bodentyp dargestellt, wobei die Unter-
schiede je nach Bodentyp deutlich hervortreten. Dagegen waren in der Rhizoplane die durch den
Bodentyp bedingten Unterschiede geringer ausgeprägt (Abb. 19).
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Abb. 21: Darstellung des Einflusses des Bodentyps auf die TGGE-Muster. Aufgetragen sind die
amplifizierten RNA-Extrakte der Bodenhabitate aus den mit Luzerne bepflanzten Mikrokosmen,
jeweils in vier unabhängigen Wiederholungen. Die Pflanzen wurden im STM-Boden (Spur 2-9)
und im FAL-Boden (Spur 11-18) angezogen. Die aus den mit L33 inokulierten Mikrokosmen
resultierenden TGGE-Muster sind in Spur 6-9 und 15-18, die nicht-inokulierten Ansätze sind in
Spur 2-5 und 11-14 dargestellt. Spur 1, 10, 19: Marker.
Die TGGE-Muster aus den mit L33 inokulierten Mikrokosmen wiesen im Vergleich zu denen aus
den nicht-inokulierten Mikrokosmen nur geringfügige Unterschiede auf. Diese zeigten sich in den
Luzernehabitaten vor allem in Intensitätsunterschieden einiger Banden mit identischem
Migrationsverhalten (beispielhaft für die Rhizoplane s. Abb. 22). Insofern ist anzunehmen, daß hier
eine Inokulation wahrscheinlich zu einer Beeinflussung von mehreren Vertretern der bakteriellen
Gemeinschaft führte. In den TGGE-Mustern der Roggenhabitate waren dagegen die Unterschiede
in den parallelen Ansätzen größer als die zwischen den verschieden inokulierten Ansätzen (s.
beispielhaft für den STM-Bodentyp Abb. 19, Spur 1-12). Um zu untersuchen, ob einige der
Veränderungen in den Luzernemustern möglicherweise direkt auf den inokulierten Stamm
zurückzuführen waren, wurden 16S rDNA-Amplifikate einer Reinkultur von S. meliloti ebenfalls
auf den entsprechenden TGGE-Gelen aufgetrennt. Dabei zeigte sich, daß nur in der Rhizoplane-
fraktion des FAL-Bodentyps zwei der Banden, die in den inokulierten Ansätzen eine höhere
Intensität aufwiesen, ein identisches Migrationsverhalten zu S. meliloti aufwiesen (s. Abb. 22).
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Abb. 22: Darstellung der durch eine
Inokulation mit S. meliloti L33 her-
vorgerufenen Unterschiede in den
RNA-TGGE-Mustern der Rhizoplane
der Luzerne. Aufgetragen sind je zwei
der vier unabhängigen Wiederholun-
gen. Die Pflanzen wurden im FAL-
Boden (Spur 1-4) und im STM-Boden
(Spur 5-8) angezogen. Die Amplifi-
kate aus den inokulierten Varianten
sind in Spur 1,2 und 5,6 aufgetragen.
Veränderungen in den Bandenmustern
durch eine Inokulation im Vergleich
zu den nicht inokulierten Varianten
(Spur 3,4 und 7,8) sind durch Pfeile
markiert. Die Sterne (*) markieren die










Aufgrund der großen Anzahl der aus den verschiedenen Versuchsvarianten resultierenden TGGE-
Muster eines Habitates war eine Abschätzung der Größenordnung der Ähnlichkeiten zwischen den
einzelnen Mustern nur schwer möglich. Aus diesem Grund wurden die Muster mit dem in Kap. 3.3
beschriebenen Dokumentationsverfahren ausgewertet und die Ähnlichkeit der Muster anhand von
Clusteranalysen ermittelt (Abb. 23, 24). Hierbei wurden Nukleinsäureextrakte, die aufgrund einer
fehlerhaften Aufarbeitung kein oder nur ein sehr unzureichendes Amplifikat ergaben (z.B. Abb. 21,
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Anhand der Clusteranalysen der RNA-Muster (Abb. 23 a,b,c) zeigte sich, daß sich in allen
Habitaten die Muster unterschieden, wenn die Pflanzen in verschiedenen Böden kultiviert wurden.
Während der Bodentyp in der Fraktion des Bodens den größten Einfluß auf die Musterbildung
hatte, wurde dessen Beeinflussung in den Habitaten Rhizosphäre und Rhizoplane jedoch geringer.
In diesen Habitaten führte die Pflanzenspezies zu den größten Unterschieden in den RNA-TGGE-
Mustern.
Gegenüber diesen Faktoren waren die Auswirkungen auf die bakterielle Gemeinschaft durch eine
Inokulation mit L33 deutlich geringer ausgeprägt und nur in den Luzernehabitaten detektierbar.
Allerdings war in der Bodenfraktion der Inokulationseffekt im STM-Bodentyp im Gegensatz zum
FAL-Bodentyp nur sehr begrenzt nachweisbar. Die Bandenmuster aus den nicht-inokulierten STM-
Böden gruppierten zwar zusammen, waren aber anhand der Clusteranalyse nicht deutlich von den
inokulierten Varianten zu trennen. Dagegen waren sowohl in der Rhizosphäre als auch Rhizoplane
Unterschiede durch eine Inokulation im STM-Boden detektierbar. Die Bandenmuster aus den
nicht-inokulierten Luzernemikrokosmen des FAL-Bodentyps zeigten in allen Habitaten Unter-
schiede zu den inokulierten Varianten auf, wobei die Clusteranalyse ergab, daß die Unterschiede
am deutlichsten in der Rhizoplane ausgeprägt waren. Während in der Rhizosphäre das Ausmaß der
durch die Inokulation mit L33 bedingten Veränderungen in den beiden Bodentypen ähnlich war,
waren in der Rhizoplane die durch eine Inokulation bedingten Musterunterschiede im FAL-Boden-
typ stärker ausgeprägt als im STM-Bodentyp.
Bei Roggen konnte keine durch eine Inokulation bedingte Veränderung im TGGE-Muster auf-
gezeigt werden. In allen Varianten (Bodentyp und Habitat) gruppierten die aus den inokulierten
Ansätzen stammenden TGGE-Muster des Roggens mit denen aus den nicht-inokulierten Ansätzen
zusammen.
In Abb. 24 ist das Ergebnis der Clusteranalyse der DNA-TGGE-Muster im Vergleich zu dem der
RNA-Muster der Rhizoplane dargestellt. Bei beiden Clusteranalysen zeigte zwar die Pflanzenart
den größten Einfluß auf die Musterbildung, gefolgt von den Veränderungen bedingt durch die ver-
schiedenen Bodentypen. Allerdings waren die durch die verschiedenen Variationen hervorge-
rufenen Unterschiede in den DNA-Mustern deutlich geringer ausgeprägt als die in den RNA-
Mustern. Effekte durch eine Inokulation mit L33 in den DNA-Mustern waren weder bei Roggen
noch bei Luzerne im STM-Bodentyp nachweisbar, sondern nur im FAL-Bodentyp der Luzerne. Im
Vergleich zu den Beeinflussungen durch die Pflanzenart und den Bodentyp waren aber auch diese
Veränderungen in den Luzernemustern deutlich geringer. Zudem war die Variabilität der resul-
tierenden DNA-Muster aus den parallelen Aufarbeitungen der Luzerneproben des FAL-Bodentyps
relativ hoch.
Zusammenfassend ergaben die TGGE-Untersuchungen anhand von universellen Primern, daß
Auswirkungen einer Inokulation mit L33 auf die bakterielle Gemeinschaft der Wirtspflanze prinzi-
piell detektierbar waren, wobei die Größe der Beeinflussung von dem jeweiligen Bodentyp abhing.
Allerdings waren diese Beeinflussungen gegenüber den Musterveränderungen durch die Faktoren
Pflanzenart und Bodentyp deutlich geringer ausgeprägt.
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Um zu untersuchen, ob auch in diesem Gewächshausversuch eine Inokulation von S. meliloti ins-
besondere bei nahe verwandten Bakterien zu einer Beeinflussung führte, wurden TGGE-Analysen
von PCR-Produkten durchgeführt, die mit dem für Sinorhizobien und verwandten Sequenzen
spezifischen Primer R1463 amplifiziert wurden. Da sich bei der Verwendung des Primerpaares
F984-GC/R1346 eine Veränderung im Bandenmuster durch die Inokulation mit L33 am stärksten
in den RNA-TGGE-Mustern der Rhizoplanefraktion zeigte, wurden für diese Untersuchungen die
rRNA-Extrakte dieser Fraktion eingesetzt (Abb. 25).
23222120191817161514131211109S.87654321 S.24
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Abb. 25: Vergleich der aus der Amplifikation der RNA mit dem Primerpaar R984-GC/R1463 re-
sultierenden TGGE-Muster der Rhizoplane. (Zusammenstellung aus zwei verschiedenen Gelen,
Gel 1: Spur 1-8, Gel 2: ab Spur 9. Die Ausrichtung der beiden Gele erfolgte durch Abgleichung
an der aus der Amplifikation der DNA einer Reinkultur von S. meliloti WT 2011 mit dem
Primerpaar F984-GC/R1463 resultierenden Markerbande „S”). Dargestellt sind jeweils die
beiden Wiederholungen jeder Versuchsvariante der Roggenpflanzen (Spur 1-8) bzw. die vier
unabhängigen Wiederholungen der Luzerne (Spur 9-24). Die verschiedenen Varianten sind
durch folgende Abkürzungen gekennzeichnet: FAL: FAL-Bodentyp, STM: STM-Bodentyp,
L33: inokuliert mit S. meliloti L33.
Die erhaltenen TGGE-Muster zeigten, abgesehen von einer Bande im Luzernemuster im FAL-
Boden (Bande 5 in Abb. 26), eine hohe Kongruenz der unabhängigen Wiederholungen der
einzelnen Varianten. Im Vergleich zu den Mustern nach einer Amplifikation mit universellen
Primern war aber auch hier die Komplexität der Muster deutlich reduziert (Abb. 25, vgl. Kap.
3.6.2). Um diese TGGE-Muster näher zu charakterisieren, wurden exemplarisch einige Banden aus
den Bandenmustern der Luzerne eluiert, kloniert und sequenziert. Die anhand der Datenbanken
ermittelten nächsten verwandten Sequenzen sind in Abb. 26 dargestellt und ergaben alle eine Zu-
gehörigkeit zu der Rhizobium-Agrobacterium Gruppe der α-Proteobakterien.



































Abb. 26: 16S rRNA Partialsequenzen eluierter Banden aus dem TGGE-Bandenmuster der Luzer-
nerhizoplane mit Angaben der Ähnlichkeiten zu verwandten Datenbankreferenzen. Dargestellt
sind die aus der Amplifikation der 16S rRNA mit dem Primerpaar F984-GC/R1463 resultieren-
den TGGE-Muster von jeweils zwei der vier unabhängigen Wiederholungen der Luzernepflan-
zen der verschiedenen Versuchsvarianten aus Abb. 25. Die aus der Amplifikation mit dem sel-
ben Primerpaar resultierende TGGE-Bande einer Reinkultur von S. meliloti WT 2011 ist mit
„S” gekennzeichnet. Banden mit der gleichen Numerierung zeigen ein identisches Laufverhal-



























Rhizobium galegae IAM 13631 (97,6%)
Phyllobacterium rubiacearum (98,7%)
   Phyllobacterium myrsinacearum (98,7%)
Sinorhizobium meliloti IAM 12611 (98,3%)
Sinorhizobium meliloti LMG 6133 (100%)
Sinorhizobium meliloti LMG 6133 (99,8%)
Rhizobium leguminosarum IAM 12609 (98,5%)
Sinorhizobium meliloti LMG 6133 (98,7%)
Sinorhizobium fredii IAM 13625 (98,7%)
   Sinorhizobium xinjiangensis (98,7%)
Sinorhizobium meliloti LMG 6133 (98,3%)
Rhizobium leguminosarum IAM 12609 (100%)
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Die Unterschiede im Luzernebandenmuster der Rhizoplane zwischen dem FAL- und dem STM-
Bodentyp zeigten sich im Auftreten der Sequenzen AF 1 und AF 8 in dem STM-Bodentyp sowie
der Sequenzen AF 2, 7 und 9 in dem FAL-Bodentyp. Durch eine Inokulation bedingte Verände-
rungen im Bandenmuster ließen sich im STM-Boden, im Gegensatz zum FAL-Boden, nicht auf-
zeigen. In allen aus dem STM-Bodentyp resultierenden Mustern zeigte je eine Bande ein iden-
tisches Laufverhalten zu dem Amplifikat des inokulierten Stammes. Beispielhaft wurde eine Bande
aus dem nicht-inokulierten Ansatz sequenziert (Bande 4*b), wobei eine Ähnlichkeit von 99,8% zu
S. meliloti ermittelt wurde.
Die aus den inokulierten Varianten des FAL-Bodens resultierenden Muster unterschieden sich
durch das fast vollständige Fehlen der Bande 6 (Abb. 26, Spur 15-16; Ähnlichkeit der Sequenz AF
6 zu S. meliloti: 98,7%) von den nicht-inokulierten Varianten des FAL-Bodens. Zudem war die in
den inokulierten Ansätzen des FAL-Bodens dominierende Bande 4 (Ähnlichkeit der Sequenz AF
4*a zu S. meliloti: 100%), die ein identisches Migrationsverhalten zu dem Amplifikat des inoku-
lierten Stammes L33 zeigte (s. Abb. 26 Spur S), in den nicht-inokulierten Ansätzen nicht nach-
weisbar. Die in den nicht-inokulierten Ansätzen in unterschiedlicher Stärke auftretende Sequenz 5,
die ein ähnliches Laufverhalten zu der Bande 4 zeigte, wies eine andere Partialsequenz auf
(Ähnlichkeit der Sequenz AF 5 zu Rhizobium leguminosarum: 98,5%). Dies deutet auf eine Ver-
drängung der beiden Sequenzen AF 5 und AF 6 durch eine Inokulation mit L33 hin.
Unter Einbeziehung der Ergebnisse der Sequenzanalysen wurden die Ähnlichkeiten der Muster
durch eine Clusteranalyse dargestellt (Abb. 27), wobei berücksichtigt wurde, daß die im FAL-
Boden auftretenden Sequenzen AF 5 (nicht-inokulierte) und AF 4 (inokulierte Ansätze) zwar ein
ähnliches Laufverhalten zeigten, aber aufgrund der Sequenzanalysen als unterschiedliche Banden-
typen eingeordnet werden mußten.
Das hieraus resultierende Clusterdendrogramm ergab, daß sich, wie auch bei der Verwendung der
universellen Primern, die aus der Roggenrhizoplane resultierenden Muster sehr deutlich von denen
der Luzerne unterschieden. Auch der Einfluß des Bodentyps war bei beiden Pflanzenarten, wenn
auch erheblich geringer, aufzeigbar.
Eine durch die Inokulation bedingte Veränderung konnte nur in den Luzernemustern des FAL-
Bodentyps detektiert werden, da sich nur bei dieser Variante die Muster aller vier unabhängigen
Wiederholungen der nicht-inokulierten von denen der inokulierten Ansätze unterschieden. Diese
durch die Inokulation hervorgerufenen Veränderungen waren jedoch deutlich stärker als die Beein-
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3.6.4 Untersuchung der natürlichen Variabilität der bakteriellen Gemeinschaft von
Luzerne in Abhängigkeit des Alters der Wirtspflanze und bei verwandten Pflanzen
Um die Variabilität der bakteriellen Gemeinschaft im zeitlichen Verlauf der Wirtspflanzenent-
wicklung zu untersuchen, wurde Luzerne unter denselben experimentellen Bedingungen (vgl. Kap.
3.6.3) angezogen und im Abstand von zwei Wochen die bakterielle Gemeinschaft des Bodens, der
Rhizosphäre und Rhizoplane durch Amplifikation der 16S rRNA mit dem Primerpaar F984-
GC/R1346 und Auftrennung auf der TGGE analysiert. Zusätzlich wurden ein weiterer Bodentyp
(BBA-Boden) sowie zwei weitere Pflanzen, Klee und Bohne, mit in die Untersuchungen einbe-
zogen.
Allerdings wurde in diesem Versuchsansatz die Amplikation der 16S rRNA-Extrakte aus der
Bodenfraktion, teilweise auch aus der Rhizosphärefraktion gehemmt, wahrscheinlich aufgrund der
stärkeren Verunreinigung dieser Extrakte. Aus diesem Grund wurde für die Amplifikation statt der
rTth-DNA-Polymerase die weniger hemmstoff-sensible M-MLV reverse Transkriptase benutzt.
Um eine Vergleichbarkeit der TGGE-Muster aller Varianten dieses Versuchsansatzes zu gewähr-
leisten, wurden alle rRNA-Extrakte, auch die aus der Fraktion der Rhizoplane, mit diesem Enzym
amplifiziert.
Die jeweils aus den vier unabhängigen Wiederholungen jeder Variante resultierenden TGGE-
Muster zeigten eine relativ hohe Kongruenz, was in Abb. 28 beispielhaft für einen Teil der er-
haltenen RNA-TGGE-Muster der Rhizosphäre dargestellt ist.
181716151413121110987654321
Abb. 28: Darstellung der Kongruenz der aus der Amplifikation von RNA-Extrakten der vier unab-
hängigen Wiederholungen einer Versuchsvariante resultierenden TGGE-Muster. Dargestellt
sind die Amplifikate des Primerpaares F984-GC/R1346 aus der Rhizosphäre der Luzerne nach
10 Wochen im FAL-Bodentyp (Spur 2-5), nach 10 Wochen im BBA-Bodentyp (Spur 6-9), so-
wie aus der Rhizosphäre von Bohne (Spur 10-13) und Klee (Spur 14-17) im FAL-Boden.
Marker: Spur 1 und 18.
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Anhand der TGGE-Muster zeigte sich, daß die zeitliche Veränderung der bakteriellen Gemein-
schaft in allen untersuchten Habitaten der Luzerne relativ gering war, da sie sich nur in der
Intensitätszu- und abnahme einer geringen Anzahl von Banden äußerte. In Abb. 29 ist beispielhaft
je ein RNA-Muster der vier unabhängigen Parallelen der Rhizoplane der verschiedenen Varianten
dargestellt. Insbesondere die im oberen Teil des Gels (Abb. 29, Spur 1-5) aufgetrennten Sequenzen
zeigten eine zeitliche Variabilität, die anhand der Zu- bzw. Abnahme der Bandenintensitäten im
Laufe des Pflanzenwachstums erkennbar war. Bei vielen Sequenzen blieb aber die Intensität






















































Abb. 29: Einfluß verschiedener reverser Transkriptasen auf die TGGE-Musterbildung. Dargestellt
sind die aus der Amplifikation der 16S rRNA resultierenden Muster bei Verwendung der rTth-
DNA-Polymerase (Spur 1-8) und der M-MLV-reversen Transkriptase (Spur 1*-8*), wobei je-
weils derselbe RNA-Extrakt einer Versuchsvariante der Rhizoplane mit beiden Enzymen ampli-
fiziert wurde. (Zusammenstellung aus zwei verschiedenen Gelen, Gel 1: Spur 1-8; Gel 2: Spur
1*-8*.) Die Amplifikate folgender Versuchsvarianten wurden aufgetragen: Rhizoplane der
Luzerne nach 2 (Spur 1/1*), 4 (Spur 2/2*), 6 (Spur 3/3*), 8 (Spur 4/4*) und 10 (Spur 5/5*)
Wochen Wachstum im FAL-Boden und nach 10 Wochen im BBA-Boden (Spur 6/6*); sowie
Bohne (Spur 7/7*) und Klee jeweils im FAL-Boden (Spur 8/8*).
Um auch hier die Größenordnungen der Ähnlichkeiten aller erhaltenen RNA-TGGE-Muster zu
ermitteln, wurde von allen Habitaten eine Clusteranalyse durchgeführt (Abb. 30). Hierbei zeigte
sich, daß sich im Boden aufgrund der geringen Variabilität der mikrobiellen Gemeinschaft in den
verschiedenen Wachstumsstadien die Muster der Luzerne nicht deutlich unterscheiden ließen. Da-
gegen gruppierten die aus der 8. und 10. Woche sowie die aus der 2. Woche resultierenden TGGE-
Muster der Rhizosphäre und Rhizoplane jeweils getrennt von denen der anderen Zeitpunkte. Im
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Vergleich hierzu führten aber die Beeinflussungen durch den Bodentyp oder die Pflanzenart zu
deutlich stärkeren Veränderungen in den Bandenmustern.
Der Einfluß des Bodentyps auf die Musterbildung war vor allem in den Bodenfraktionen nachzu-
weisen, wo er größer war als der Einfluß der Pflanzenspezies (Abb. 30). Dagegen waren in der
Rhizosphäre und Rhizoplane die Beeinflussungen durch den Bodentyp geringer als die Ver-
änderungen durch die Pflanzenspezies. Die Muster der bakteriellen Gemeinschaften der anderen
Leguminosenpflanzen unterschieden sich deutlich von denen der Luzernepflanzen, wobei anhand
der Clusteranalyse ein stärker werdender Einfluß der Pflanze vom Boden zur Rhizoplane auf die
Musterbildung aufzeigbar war.
Da – wie oben erwähnt – die rRNA-Extrakte der Rhizoplane im Gegensatz zu denen der anderen
Habitaten keine Hemmungen der Amplifikation mit der rTth-DNA Polymerase zeigten, wurden
exemplarisch einige Rhizoplane-Extrakte mit diesem Enzym amplifiziert. Die resultierenden
TGGE-Muster wurden mit denen aus der Amplifikation mittels der M-MLV-reversen Transkriptase
verglichen, wobei jeweils derselbe RNA-Extrakt mit beiden Enzymen amplifiziert wurde (Abb.
29). Zwar unterschieden sich bei beiden Enzymen die Muster der anderen Leguminosen deutlich
von denen der Luzerne, und auch die zeitliche Variabilität war in der Ab- und Zunahme einiger
Sequenzen im Laufe der Wirtspflanzenentwicklung erkennbar. Trotzdem zeigten sich im Detail
deutliche Unterschiede, so daß die Verwendung derselben Enzyme bzw. Amplifikations-
bedingungen als eine zwingende Voraussetzung für den Vergleich der TGGE-Muster angesehen
werden muß.
Um die Variabilität der bakteriellen Gemeinschaft im zeitlichen Verlauf der Wirtspflanzenent-
wicklung mit dem Ausmaß des Einflusses anderer Faktoren (Pflanze, Bodentyp, Inokulation) ver-
gleichen zu können, wurden alle 16S rRNA-Extrakte der Rhizoplane unter identischen Be-
dingungen amplifiziert, wobei die rTth-DNA-Polymerase verwendet wurde. Die erhaltenen TGGE-
Muster aus den RNA-Extrakten dieser Untersuchungen und der des Vorjahres (Kap. 3.6.3) wurden
anschließend anhand einer Clusteranalyse miteinander verglichen (Abb. 31).
Hierbei zeigte sich, daß sich sowohl an den Roggen- als auch an den Bohnenpflanzen eine deutlich
andersartige bakterielle Gemeinschaft ausbildete, während sich die RNA-TGGE-Muster des Klees
weniger stark von denen der Luzerne unterschieden. Die Veränderung durch den Bodentyp war in
allen Fällen geringer als der Einfluß der Pflanzenart.
Der Vergleich der Luzernemuster im FAL-Boden zeigte deutliche Unterschiede zwischen den Ver-
suchsansätzen der beiden Jahre: Die TGGE-Muster der „Luzerne FAL” (Luzerne im FAL-Boden
aus dem Versuchsansatz zur Untersuchung der Beeinflussung der bakteriellen Gemeinschaft durch
Inokulation mit L33) gruppierten deutlich anders als die Muster von „Wo 10” (Luzerne im FAL-
Boden aus dem Versuchsansatz zur Untersuchung der zeitlichen Variabilität).
Trotz dieser Unterschiede zeigte die Clusteranalyse, daß die Veränderungen der Luzerne-Banden-
muster durch eine Inokulation mit S. meliloti L33 im FAL-Boden im Vergleich zu den Faktoren
Pflanze und Bodentyp relativ gering waren. In Bezug auf die aus den Untersuchungen zur zeit-
lichen Variabilität der bakteriellen Gemeinschaft in Abhängigkeit von der Wirtspflanzenent-
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relative Ähnlichkeiten der TGGE-Muster
Abb. 31: Clusteranalyse der TGGE-Muster der Rhizoplane nach Amplifikation der 16S rRNA mit
dem Primerpaar F984-GC/R1346. Luzerne wurde in drei verschiedenen Bodentypen angezogen:
BBA, FAL und STM-Boden, wobei die Untersuchungen der zeitlichen Variabilität der mikro-
biellen Gemeinschaft der Luzerne (Wo=Woche 2-10), ebenso wie die Untersuchungen von Bohne
und Klee ein Jahr später im FAL-Boden erfolgten. Mikrokosmen, in denen eine Inokulation mit
dem gentechnisch veränderten S. meliloti-Stamm erfolgte, sind durch „L33“ gekennzeichnet.
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In Tab. 5 sind die Ergebnisse der Nodulationsuntersuchungen beider Versuchsansätze (Unter-
suchung der Beeinflussung der bakteriellen Gemeinschaft durch eine Inokulation mit L33 [Kap.
3.6.3] und die Untersuchung der zeitlichen Variabilität) an den Luzernewurzeln dargestellt. Hierbei
zeigte sich, daß im nicht-inokulierten FAL-Boden der prozentuale Anteil der nodulierten Wurzeln
deutlich geringer war als in den anderen Böden, was auf eine geringere endogene Population von
Sinorhizobien im FAL-Boden hinweist. Durch eine Inokulation mit L33 konnte in den beiden
Bodentypen FAL und STM der Anteil der nodulierten Wurzeln deutlich erhöht werden (Tabelle
5a), im FAL-Boden führte die Inokulation sogar zu einer Nodulation aller untersuchten Wurzeln.
Die Anzahl der Knöllchen pro nodulierter Wurzel lag bei allen Versuchsvarianten in der selben
Größenordnung (ca. 6 Knöllchen pro Wurzel).
Während der Wachstumsperiode zeigten die Luzernepflanzen im STM- und BBA-Boden im Ver-
gleich zum FAL-Boden ein kräftigeres Wachstum, ebenso wie die inokulierten Luzernepflanzen im
Vergleich zu den nicht-inokulierten Pflanzen im FAL-Boden. Nach 8-10 Wochen war allerdings in
allen Versuchsvarianten der Wachstumsunterschied in den verschiedenen Versuchsvarianten deut-
lich geringer. Nach 10 Wochen war nur noch im BBA-Boden das durchschnittliche Pflanzen-
gewicht der Luzerne im Vergleich zum FAL-Boden signifikant erhöht (Student-t-Test; α=0,05).
Signifikante Unterschiede im Pflanzenwachstum durch eine Inokulation waren nicht mehr zu be-
obachten.
Tab. 5: Ausmaß der Wurzelnodulation und Pflanzengewichte der Luzerne nach 10 Wochen
Wachstum in verschiedenen Bodentypen.
a: Versuchsansatz: Untersuchung des Ausmaßes der Beeinflussung der bakteriellen Gemein-
schaft durch eine Inokulation mit S. meliloti L33 an der Wirtspflanze Luzerne im Vergleich zu













31,0 68,2 15,4 48
FAL-Boden
inokuliert mit L33
34,1 61,6 15,1 100
STM-Boden
nicht inokuliert
34,6 70,9 17,2 68
STM-Boden
inokuliert mit L33
38,8 66,2 16,5 93
b: Versuchsansatz: Untersuchung der natürlichen Variabilität der bakteriellen Gemeinschaft von











FAL-Boden 46,2 132,1 32,1 24
BBA-Boden 60,1 156,7 44,2 97
FG: Feuchtgewicht
TG: Trockengewicht
  *: Durchschnittswerte von jeweils 40 untersuchten Pflanzenwurzeln pro Versuchsvariante
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4. Diskussion
In der vorliegenden Arbeit wurde die TGGE zur Untersuchung komplexer boden- und wurzelasso-
ziierter Habitate eingesetzt, um das Ausmaß der Veränderungen bakterieller Gemeinschaften durch
verschiedene Einflüsse zu bestimmen. Vor der Diskussion dieser Ergebnisse ist es jedoch sinnvoll,
zunächst die Eignung der TGGE als Methode zur Darstellung bakterieller Gemeinschaften darzu-
stellen. Neben den methodischen Weiterentwicklungen werden deshalb zunächst die Grenzen der
TGGE-Analyse, sowohl bei der Interpretation eines Musters als auch bei einem Mustervergleich,
diskutiert.
4.1 Weiterentwicklungen der TGGE-Analyse
• Entwicklung von PCR-Primern
- Universelle Primer zur Amplifikation der Region V1-V3 der 16S rDNA
Die derzeit in der Literatur beschriebenen universellen T-/DGGE-Primer decken unterschiedliche
Bereiche der 16S rDNA ab. Das in dieser Arbeit hauptsächlich verwendete universelle Primerpaar
F984-GC/R1346 (Felske et al., 1996; Engelen, 1998) amplifiziert den Bereich 968-1346 der 16S
rDNA (E. coli Numerierung). Andere universelle Primer für T-/DGGE Analysen decken die Be-
reiche 968-1401 (Nübel et al., 1997; Heuer & Smalla, 1997); 1055-1406 (Santegoeds et al., 1996;
Ferris et al., 1996), 341-534 (Muyzer et al., 1993) und 341-925 (Muyzer et al., 1995) ab.
Da für Partialsequenzierungen unbekannter Sequenzen häufig die ersten 500 Basenpaare der 16S
rDNA genutzt werden, ist die Anzahl der Sequenzinformationen aus diesem Bereich, die in den
Datenbanken hinterlegt sind, entsprechend groß. Aus diesem Grund erschien es sinnvoll, univer-
selle Primer für die TGGE Anwendung zu modifizieren, mit denen dieser Bereich amplifizierbar
ist. Hierzu geeignete Primer sind F26 und R519, da dieses Primerpaar einen sehr großen Teil von
Sequenzen der Domäne Bacteria erfaßt und somit als universell angesehen werden kann (Lane et
al., 1985; Lane, 1991).
Die Anwendung dieses Primerpaares bei der Untersuchung sowohl von DNA- als auch RNA-Ex-
trakten aus Umweltproben komplexer Habitate führte zu einer guten Auftrennung einer Vielzahl
von Banden auf der TGGE (s. Abb. 5). Hierbei lag die Anzahl der auftrennbaren Banden ungefähr
in der selben Größenordnung wie bei Verwendung des Primerpaares F984-GC/R1346. Da das
Primerpaar F26-GC/R519 für die Anwendung auf der TGGE erst am Ende dieser Arbeit entwickelt
wurde, konnten noch keine weiteren Analysen durchgeführt werden, wie z. B. die Charakterisie-
rung einzelner Bandenmuster im Vergleich zu denen, die aus der Amplifikation anderer univer-
seller Primer resultierten. Hierbei wäre zu untersuchen, ob die jeweiligen dominanten Banden den-
selben Sequenzen zuzuordnen sind. Dies erscheint auch deshalb sinnvoll, da mit diesem Primer-
paar, wie auch mit anderen universellen Primerpaaren (Weller et al., 1991; Marchesi et al. 1998),
sicherlich nicht alle Sequenzen erfaßt werden können. Aufgrund der bisherigen Untersuchungen
scheint das Primerpaar F26-GC/R519 jedoch vielversprechend für TGGE-Analysen der V1-V3-
Region der 16S rRNA und 16S rDNA sowohl von Reinkulturen als auch von Umweltproben zu
sein.
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- Primer R1463 zur Amplifikation von S. meliloti und verwandten Sequenzen
In dieser Arbeit wurden Auswirkungen einer Inokulation von Sinorhizobium meliloti-Stämmen auf
die bakterielle Gemeinschaft untersucht. Um zu ermitteln, ob hierdurch verwandte Bakterien zu
Sinorhizobium beeinflußt wurden, erfolgte die Untersuchung anhand spezifischer Primer.
Vallaeys et al. (1997) beschrieben die Entwicklung von Primern für DGGE-Anwendungen, mit
denen spezifisch Rhizobien erfaßt werden sollten. Aufgrund von Untersuchungen von Yanagi &
Yamasato (1993) wurden 16S rDNA-Regionen ausgewählt, die hohe Sequenzunterschiede
zwischen verschiedenen Rhizobienarten aufwiesen. Allerdings mußten zur Erfassung aller
Rhizobienarten „gewobbelte“ Primer entwickelt werden, die diese Regionen flankieren. Dies führte
zu multiplen DGGE-Banden einer Sequenz, weswegen diese Primer hier nicht angewendet wurden.
Aus diesem Grund wurde der Primer R1463 entwickelt, der selektiv S. meliloti und verwandte Se-
quenzen erfaßt. Die Spezifitätsuntersuchungen, bei denen auch gezielt Sequenzen miteinbezogen
wurden, die anhand von theoretischen Berechnungen aufgrund weniger Fehlpaarungen eine Ampli-
fikation als möglich erschienen ließen, ergaben, daß nur Sequenzen innerhalb der α-Proteo-
bakterien erfaßt wurden, hauptsächlich aus der Rhizobium-Agrobacterium Gruppe. Allerdings kann
dieser Primer nicht als gruppenspezifischer Primer angesehen werden, da einerseits hiermit nicht
alle Sequenzen innerhalb der Rhizobium-Agrobacterium Gruppe erfaßt werden, andererseits auch
einige Sequenzen aus anderen Gruppen der α-Proteobakterien amplifizierbar sind.
Alle hier untersuchten Sinorhizobium- und Rhizobium-Arten konnten jedoch mit diesem Primer
amplifiziert werden. Ebenso waren alle in der RDP-Datenbank hinterlegten Sinorhizobium- und
Rhizobium-Arten prinzipiell erfaßbar, da sie keine oder nur eine Fehlpaarung aufwiesen, die eine
Amplifikation nicht beeinträchtigen würde. In Kombination mit dem universellen Vorwärtsprimer
F984 konnte anhand von definierten Modellgemeinschaften gezeigt werden, daß S. meliloti-ver-
wandte Sequenzen bei Verwendung des spezifischen Primers auch dann noch selektiv amplifiziert
werden, wenn die Nukleinsäuren anderer Bakterien in 1000fachen Überschuß vorlagen (Abb. 6).
Mit dem universellen Primer R1346 waren diese Sequenzen dagegen nicht mehr detektierbar. Inso-
fern erscheint der Primer R1463 geeignet, Sinorhizobium-verwandte Sequenzen auch bei einer sehr
geringen Abundanz in einer Mischpopulation aus verschiedenen Sequenzen anzureichern.
Die Eignung des Primers für eine selektive Erfassung von S. meliloti-verwandten Sequenzen be-
stätigte sich auch in der Untersuchung von Umweltproben. In zwei verschiedenen Versuchs-
ansätzen wurden TGGE-Banden sequenziert, die aus der Amplifikation mit dem Primerpaar F984-
GC/R1463 aus Rhizoplanehabitaten resultierten (Kap. 3.6.2 und 3.6.3). Die anhand der Daten-
banken ermittelten nächsten verwandten Sequenzen ergaben alle eine Zugehörigkeit zu der
Rhizobium-Agrobacterium Gruppe, was die Spezifität des Primers belegt.
Zudem zeigten die TGGE-Analysen der mit dem Primerpaar F984-GC/R1463 amplifizierten Rein-
kulturen zufriedenstellende elektrophoretische Auftrennungen. Ein Großteil der Amplifikate wies
geeignete Sequenzunterschiede auf, die zu unterschiedlichen Schmelzdomainen führten, so daß
eine Trennung anhand des Laufverhaltens möglich war. Allerdings zeigten einige wenige Ampli-




In einer Reihe früherer Untersuchungen zeigte sich, daß T-/DGGE-Analysen von 16S rRNA- und
rDNA-Fragmenten aus unterschiedlichen Habitaten gut geeignet erscheinen, die räumliche und
zeitliche Dynamik bakterieller Populationen zu verfolgen (Übersicht bei Muyzer & Smalla, 1998).
Um Veränderungen in bakteriellen Gemeinschaften darzustellen, bietet sich ein Vergleich von T-
/DGGE-Mustern an (s. Kap. 4.3). Im Rahmen dieser Arbeit wurde hierzu eine Methode entwickelt,
die es erlaubt, TGGE-Bandenmuster durch Digitalisierung und Auswertung mit dem Diversity-
Database-Softwareprogramm miteinander zu vergleichen, wobei die Ähnlichkeit der Muster durch
eine Clusteranalyse dargestellt wurde. Da die Intensität einzelner Banden in einem TGGE-Muster –
mit Einschränkungen – Rückschlüsse auf die Dominanz der entsprechenden Bakterien in einem
Habitat zuläßt (diese Arbeit, Muyzer et al., 1993, Duineveld et al., 1998; Felske, 1999), wurde
neben der Anzahl und dem Laufverhalten der Banden auch deren Intensität bei einem Muster-
vergleich berücksichtigt. Obwohl silbergefärbte T-/DGGE-Gele in früheren Arbeiten anhand von
densitometrischen Analysen quantitativ ausgewertet wurden (Engelen, 1998; Felske et al., 1998b;
Eichner et al., 1999), liegen bislang keine Veröffentlichungen über die Linearität der Signalstärke
von silbergefärbten TGGE-Banden zur aufgetragenen Nukleinsäurekonzentration vor. Bei den hier
durchgeführten Untersuchungen zeigte sich, daß eine Linearität nur in einem bestimmten Bereich
der Signalstärke gewährleistet ist („Peak OD“: 0,015-0,6, bzw. „Trace OD: 0,01-0,8 [OD x mm], s.
Kap. 3.3). Daher wurden nur die Bandentypen, bei denen alle Banden eine entsprechende Signal-
stärkeintensität aufwiesen, bei einer Auswertung berücksichtigt. Allerdings zeigte der weitaus
größte Teil der Banden eine entsprechende Signalstärke.
Durch die Verwendung von Markerproben auf jedem Gel sowie den Abzug des Hintergrundsignals
jeder Gelspur und der Hintergrundfärbung jedes TGGE-Geles war es möglich, nicht nur Banden-
muster innerhalb eines Geles, sondern auch auf verschiedenen Gelen miteinander zu vergleichen.
Hierdurch konnte eine große Anzahl von Bandenmustern untereinander verglichen werden, so daß
Unterschiede bzw. Veränderungen in TGGE-Mustern aus verschiedenen Versuchsvarianten in Re-
lation zu der Variabilität der Muster der unabhängigen Wiederholungen dargestellt werden
konnten. Obwohl in der vorliegenden Arbeit die aus den unabhängigen Wiederholungen resul-
tierenden Bandenmuster eine hohe Kongruenz aufwiesen (s. Abb. 18, 22, 28), ergaben sich teil-
weise nur relativ geringe Ähnlichkeiten in den Clusteranalysen (Musterähnlichkeiten von 0,7-0,9).
Ähnliche Befunde wurden auch von Engelen (1998) und Duineveld et al. (1998) bei Cluster-
analysen von TGGE-Gelen beschrieben. Mögliche Erklärungen hierfür sind, daß keine exakten
Konzentrationsbestimmungen der auf der TGGE aufzutrennenden Ampflifikatmengen vorge-
nommen wurden. Die vorherige Abschätzung der PCR-Produktkonzentrationen erfolgte in dieser
Arbeit lediglich über eine Agarosegelelektrophorese (s. Kap. 3.1). Insofern wurden wahrscheinlich
geringfügig unterschiedliche DNA-Mengen in den Gelspuren aufgetragen, was zu Unterschieden in
den Gesamtintensitäten der Gelspuren führte. Hinzu kommt, daß bei einzelnen Banden die Zuord-
nung zu einem bestimmten Bandentyp anhand des Laufverhaltens offen gelassen wurde (Kap. 3.3),
was ebenfalls dazu führte, daß die Musterähnlichkeiten weniger als 100% betrugen. Zudem wurde
in dieser Arbeit aus den oben genannten Gründen die Bandenintensität berücksichtigt. Wurde eine
Analyse nur anhand der Anzahl und des Laufverhaltens der Banden durchgeführt, wie z.B. bei
Duineveld et al. (1998) beschrieben, so ergaben sich deutlich höhere Musterähnlichkeiten bei einer
Clusteranalyse (0,9-0,98; nicht gezeigt).
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Trotz dieser teilweise recht geringen Ähnlichkeitswerte der unabhängigen Wiederholungen
konnten Beeinflussungen der Muster durch verschiedene Versuchsvarianten aufgezeigt werden (s.
Kap. 4.3), wenn die dadurch bedingten Musterveränderungen größer waren als die Variabilität der
Replikate. Bei dieser Analyse determiniert ausschließlich die Reproduzierbarkeit der Replikate die
Nachweisempfindlichkeit von Beeinflussungen der mikrobiellen Gemeinschaft.
• Charakterisierung von TGGE-Bandenmustern
Neben der Erstellung von Bandenmustern bakterieller Gemeinschaften bieten T-/DGGE-Analysen
zudem die Möglichkeit, einzelne Banden näher zu charakterisieren. Eine Möglichkeit der Charak-
terisierung von Bandenmustern ist die Elution und Sequenzierung einzelner Banden. Da sich in
dieser Arbeit, wahrscheinlich aufgrund der größeren Geldicke von TGGE-Gelen, die Banden-
elution aus TGGE-Gelen im Gegensatz zu der Elution aus DGGE- oder SSCP-Gelen (Øvreås et al.,
1997; Kowalchuk et al., 1997; Schwieger & Tebbe, 1998) als schwierig erwies, wurde eine auf der
Verwendung von Bis-Acrylolyl-Cystamin beruhende Methode (mod. nach Muyzer et al., 1998)
angewandt. Hierdurch war es möglich, auch feine Banden aus TGGE-Gelen erfolgreich zu
eluieren. Nach einer erneuten Amplifikation dieses Materials zeigten sich allerdings teilweise noch
weitere Banden, wie auch bei Hengstmann & Liesack (1995) und Engelen (1998) beschrieben.
Erklärt werden kann dieses Phänomen dadurch, daß die Eluate noch ausreichende Mengen an PCR-
Produkten mit abweichenden Sequenzen aufweisen, da das Aufschmelzen und somit die Ver-
ringerung der Wanderungsgeschwindigkeit der Sequenzen im Gel ein statistischer Prozeß ist.
Außerdem kann auch einzelsträngige DNA, die aufgrund ihres Migrationsverhaltens das Profil
durchquert, für diesen Effekt verantwortlich sein (Engelen, 1998).
Insofern mußten vor einer Sequenzierung die Eluate zunächst kloniert werden. Für eine phyloge-
netische Zuordnung wurden die erhaltenen Partialsequenzen mit 16S rRNA Sequenzen aus Daten-
banken verglichen. Allerdings ist die daraus abzuleitende Information über die physiologischen und
ökologischen Eigenschaften der durch die Bande repräsentierten Arten in der Regel gering. Dies
liegt zum einen daran, daß nur ein kleiner Teil der in der Natur vorkommenden Arten gut unter-
sucht und gleichzeitig die 16S rRNA Sequenz in den zugänglichen Datenbanken hinterlegt ist
(Pace, 1997). Zum anderen kann die Variabilität der vorhandenen physiologischen Diversität der
Bakterien aufgrund der Konserviertheit der ribosomalen Gene nicht widergespiegelt werden (Fox
et al., 1992; Stackebrandt & Goebel, 1994). Für solche Fragestellungen sind Untersuchungen an-
hand von Reinkulturen erforderlich. Zudem können auf der TGGE nur relativ kleine Fragmente bis
zu 500 Bp aufgetrennt werden (Myers et al., 1985), was die Sequenzinformationen für eine phylo-
genetische Zuordnung der Banden begrenzt. Sasaki et al. (1997) konnten zwar zeigen, daß - mit
Einschränkungen - eine Partialsequenzanalyse der 16S rDNA von 300 Bp eine Zuordnung bis zur
Gattungsebene, teils auch bis zur Artebene erlaubt. Trotzdem sollten die Ergebnisse der Matrix-
kalkulation von Sequenzähnlichkeiten dieser Partialsequenzen nur als tendenzielle phylogenetische
Einordnung angesehen werden (Vandamme et al., 1996), zumal in dieser Arbeit häufig nur eine
Einzelstrangsequenzierung eluierter Banden erfolgte.
Insofern ist eine Zuordnung von TGGE-Banden zu aus dem gleichen Habitat angelegten Klon-
banken oder isolierten Reinkulturen sinnvoll. Um eine solche Zuordnung nicht nur durch den Ver-
gleich des Migrationsverhaltens der entsprechend amplifizierten Sequenzen zu ermöglichen, bietet
sich die Verwendung von Sonden an (Übersicht bei Muyzer & Smalla, 1998). Heuer & Smalla
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(1997) und Felske et al. (1997) beschrieben die Anwendung von V6-Sonden an Umwelthabitaten.
Hierbei bietet die hypervariable V6-Region der 16S rRNA den Vorteil, daß sie eine sehr hohe
phylogenetische Variabilität aufweist und im Gegensatz zu anderen variablen Regionen der 16S
rRNA von hochkonservierten Bereichen eng begrenzt wird (Heuer et al., 1999). Dadurch können
die Sonden ohne vorangehende Sequenzierung durch Verwendung universeller Primer mittels PCR
hergestellt und gleichzeitig für die Detektion mit Digoxygenin markiert werden.
In einigen Fällen erwies sich die Spezifität der V6-Sonden allerdings als unzureichend, wie hier bei
der Detektion von P. putida-Sequenzen, oder bei der Identifizierung von Enterobacteriaceae
(Heuer et al., 1999). Die Spezifität konnte jedoch deutlich gesteigert werden, wenn nach der Am-
plifikation die inkorporierten Primer und ihr Komplement enzymatisch entfernt wurden (Kap. 3.4;
Heuer et al., 1999). Die in der vorliegenden Arbeit durchgeführten Spezifitätsuntersuchungen
zeigten, daß hierdurch Unterschiede von zwei oder mehr Basen in der V6-Region bei Rubrivivax-
verwandten Sequenzen differenziert werden konnten, Unterschiede von nur einer Base bei P.
putida-Sequenzen allerdings nicht. Die Anwendung dieser modifizierten und dadurch sehr spezi-
fischen V6-Sonden wurde an Untersuchungen von Kartoffelrhizosphären demonstriert (Heuer et
al., 1999). In der vorliegenden Arbeit konnten mit Hilfe von modifizierten V6-Sonden und Ver-
gleich des Laufverhaltens von PCR-Produkten von Klonsequenzen diesen Sequenzen Banden aus
dem TGGE-Muster der Rhizoplane zugeordnet werden (Kap. 3.6.1).
4.2. Anwendung der TGGE zur Darstellung bakterieller Gemeinschaften
Um zu ermitteln, inwieweit TGGE-Untersuchungen geeignet sind, bakterielle Gemeinschaften
darzustellen, bietet sich ein Vergleich der mit der TGGE erzielten Ergebnisse mit denen anderer
Methoden zur Untersuchung bakterieller Populationen an. Die hierzu durchgeführten TGGE-
Analysen erfolgten in Kooperation mit anderen Arbeitsgruppen, die Untersuchungen von Rein-
kulturen (DSMZ Braunschweig), Sequenzierungen von 16S rDNA-Fragmenten aus Klonbanken
(Universität Bielefeld) sowie fluoreszenz-in situ-Hybridisierungen mit molekularen Sonden (GSF
Neuherberg) durchführten. Die Veröffentlichungen dieser Ergebnisse sind in Vorbereitung.
Im folgenden werden zunächst die Ergebnisse der Projektpartner vergleichend zu den Ergebnissen
der Charakterisierung der bakteriellen Gemeinschaft der Luzernerhizoplane anhand der TGGE-
Analyse (Kap. 3.6.1 und 3.6.2) dargestellt:
Die in Kap. 3.6.1 beschriebenen Untersuchungen der Luzernerhizoplane ergaben sowohl im DNA-
als auch im RNA-TGGE-Muster eine starke Dominanz von P. putida Sequenzen, wobei drei der
Banden allerdings offensichtlich auf Sequenzheterogenitäten eines Stammes zurückzuführen
waren. Im RNA-Muster hatten diese drei Sequenzen zusammen einen relativen Anteil von 17,3%.
Anhand der Kultivierungsergebnisse (DSMZ Branschweig) konnte ebenfalls eine starke Dominanz
von P. putida aufgezeigt werden: Von den kultivierbaren Bakterien machten γ-Proteobakterien mit
35% den größten Anteil aus, wobei innerhalb dieser Gruppe P. putida-Isolate den weitaus größten
Anteil bildeten. Dies bestätigte sich auch in der Klonbank (Universität Bielfeld). Ca. 23% der
Klonsequenzen konnten anhand von Hybridisierungen P. putida zugeordnet werden, wobei die
Übereinstimmung dieser Klonsequenzen zu den P. putida-Banden in den TGGE-Mustern aufge-
zeigt werden konnte (Kap. 3.6.1).
Bei allen Untersuchungsmethoden dominierten proteobakterielle Sequenzen bzw. Isolate deutlich,
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ebenso zeigten alle sequenzierten TGGE-Banden eine Zugehörigkeit zu den Proteobakterien. Bei
den in situ-Hybridisierungen (GSF Neuherberg), den Isolaten und in der Klonbank konnten nach
Sequenzen von γ-Proteobakterien hauptsächlich Sequenzen von β-Proteobakterien aufgezeigt
werden, wobei alle näher untersuchten β-proteobakteriellen Klonsequenzen (insgesamt 18 Se-
quenzen) der Rubrivivax gelatinosus-Gruppe zuzuordnen waren. Übereinstimmend hierzu konnten
auch einige TGGE-Banden dieser Gruppe zugeordnet werden, wie z.B. Bande 2a15 mit Verwandt-
schaft zu Leptothrix discophora (Abb. 14). Zudem konnte die Dominanz einer von fünf Variovorax
paradoxus-verwandten Klonsequenzen aus der Klonbank eindeutig sowohl im RNA- als auch im
DNA-TGGE-Muster aufgezeigt werden (Bande 2b12, Abb. 14). Je eine Klonsequenz der Klonbank
mit Verwandtschaft zu Burkholderia pickettii (ms 9) und Variovorax paradoxus (ms 38) konnte je
einer starken Bande im DNA-Muster anhand des Laufverhaltens zugeordnet werden (Abb. 13), was
allerdings nur als Hinweis auf eine übereinstimmende Sequenz angesehen werden kann.
Bei den Isolaten zeigten die innerhalb der β-Proteobakterien dominierenden Isolate Verwandtschaft
zu Variovorax paradoxus, Zoogloea ramigera, Alcaligenes und Ralstonia spp., wobei ebenfalls im
TGGE-Muster die Sequenz einer Bande (2a11) Verwandtschaft zu Zoogloea ramigera aufwies.
Zusätzlich zeigten zwei Banden (5a1 und 2a4) Verwandtschaft zu einer nicht näher eingeordneten
Klonsequenz der β-Proteobakterien, der bei humanmedizinischen Untersuchungen beschrieben
wurde (Dymock et al., 1996). Bislang konnten allerdings noch keine, diesen beiden Banden ent-
sprechenden Sequenzen in der Klonbank ermittelt werden.
α-Proteobakterien machten sowohl anhand der in situ-Hybridisierung, der Klonbank als auch bei
den Isolaten nur einen geringeren Anteil aus, ebenso konnten nur zwei Banden aus dem TGGE-
Muster hier zugeordnet werden (Bande 2a14 und 2b8). Beide Sequenzen zeigten Verwandtschaft
zu der Rhizobium-Agrobacterium Gruppe, ebenso wie der Hauptteil der Isolate und Klonsequenzen
der α-Proteobakterien.
Bei der im folgenden Jahr durchgeführten Untersuchung der bakteriellen Gemeinschaft der Rhizo-
plane bei einer Inokulation mit S. meliloti WT 2011 und L33 (Kap. 3.6.2) waren Vergleiche der mit
den anderen Methoden dargestellten Diversität zu TGGE-Analysen nur sehr begrenzt möglich.
Zum einen erfolgte die Untersuchung der Isolate nicht quantitativ, da der Schwerpunkt auf der
Untersuchung von Kolonien mit verschiedenen Morphologien lag. Zum anderen wurde die in
diesem Ansatz angelegte Klonbank der Universität Bielefeld durch Dot-Blot-Hybridisierungen mit
verschiedenen Oligonukleotid-Sonden untersucht, wobei zur Zeit erst sehr wenige Sequenzierungs-
ergebnisse vorliegen. Dadurch konnten vor Beendigung des Verbundprojektes noch keine Klon-
sequenzen gezielt einzelnen Banden des TGGE-Musters zugeordnet werden.
Mit allen Untersuchungsmethoden wurde deutlich, daß in dem Kontrollansatz die Dominanz der im
Vorjahr ermittelten Sequenzen nicht erneut aufgezeigt werden konnte. So ergaben die Ergebnisse
der in situ-Hybridisierung als auch der Klonbank eine höheren Anteil an β–Proteobakterien, gefolgt
von γ- und α-Proteobakterien. Bei der Charakterisierung des RNA-TGGE-Bandenmusters der
Rhizoplane zeigte zudem mit drei Banden ein relativ hoher Anteil der sequenzierten Banden Ver-
wandtschaft zu Sequenzen Gram-positiver Bakterien (Abb. 16). Ebenso wurden einige Isolate an-
hand von Partialsequenzierungen als Gram-positive Bakterien identifiziert. Im Rahmen der Unter-
suchung der Klonbank wurden keine Sonden zur Ermittlung Gram-positiver Sequenzen eingesetzt,
so daß ein Vergleich nicht möglich war. Bei der bisher erfolgten Analyse einzelner 16S rDNA Se-
quenzen von Klonen, die keine Verwandtschaft zu denen von Rhizobium aufwiesen, konnten aller-
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dings in allen Ansätzen einige Klonsequenzen mit Verwandtschaft zu Sequenzen Gram-positiver
Bakterien aufgezeigt werden. Im Gegensatz dazu konnten Gram-positive Bakterien bei der in situ-
Hybridisierung nur in einem sehr geringen Anteil nachgewiesen werden.
Ansonsten konnten mit allen Methoden ähnliche Ergebnisse erzielt werden. So zeigte sich in den
inokulierten Ansätzen eine sehr deutliche Zunahme an α-proteobakteriellen Sequenzen sowohl in
der Klonbank als auch bei der in situ-Hybridisierung, die fast ausschließlich mit der Sonde Rhi
1247 (Ludwig et al., unveröffentlicht) hybridisierten und somit zu der Gruppe Rhizobium zuge-
hörig waren. Daneben konnten keine weiteren signifikanten Veränderungen in den prozentualen
Anteilen der untersuchten Gruppen durch eine Inokulation im Vergleich zum Kontrollansatz aufge-
zeigt werden, ebensowenig wie Unterschiede zwischen den beiden inokulierten Ansätzen. Diese
sehr starke Dominanz der Rhizobium-Sequenzen in den inokulierten Ansätzen ist sehr wahr-
scheinlich auf die inokulierten S. meliloti-Stämme zurückzuführen. Es ist anzunehmen, daß durch
die in diesem Versuchsansatz sehr intensive Behandlung der Wurzeln im Stomacher und Rühren in
den Detergenzien (vgl. Kap. 2.2) S. meliloti-Bacteroide aus den Knöllchen freigesetzt wurden. Für
diese Vermutung spricht, daß die Wurzeln der unbeimpften Kontrolle kaum Knöllchen aufwiesen,
die Wurzeln der beimpften Ansätze dagegen gut noduliert waren. Zudem wurden anhand von laser-
scanning-mikroskopischen Wurzeluntersuchungen in den inokulierten Ansätzen große Zellen mit
ungewöhnlicher Morphologie in sehr großer Zahl nachgewiesen, die durch Hybridisierung mit
einer für die Gattung Sinorhizobium spezifischen Sonde und der Verwendung von gegen S. meliloti
gerichteter Antikörper als S. meliloti-Bacteroide identifiziert werden konnten (B. Mogge, persön-
liche Mitteilung).
Übereinstimmend hierzu konnten in den TGGE-Mustern der RNA und DNA in beiden inokulierten
Ansätzen die deutliche Dominanz der S. meliloti-Sequenzen in der Rhizoplane aufgezeigt werden
(Abb. 16). Daneben konnten bei Verwendung universeller Primer keine weiteren Veränderungen
im Bandenmuster der Rhizoplane nachgewiesen werden. Zudem konnten ebenfalls keine Muster-
unterschiede zwischen den mit S. meliloti WT 2011 und L33 inokulierten Ansätzen nachgewiesen
werden, was darauf hindeutet, daß sich der gentechnisch veränderte Stamm L33 bezüglich den
Auswirkungen einer Inokulation auf die bakterielle Gemeinschaft genauso wie der Wildtypstamm
verhält. Insofern konnten, wie erwartet, keine Auswirkungen der gentechnischen Veränderung an
sich aufgezeigt werden.
Überraschend war die Detektion der TGGE-Bande W26 in der Rhizosphärefraktion des Kontroll-
ansatzes, die nicht in den inokulierten Ansätzen der Rhizosphäre auftrat (Abb. 16). Die Sequenz
dieser Bande zeigte Ähnlichkeit zu der 16S rDNA-Sequenz eines Cyanobakteriums,
Cylindrospermum sp. (98,5%). Da diese Fraktion nur mit der TGGE untersucht wurde, kann nicht
bestätigt werden, ob diese Änderung in der bakteriellen Gemeinschaft auch mit den anderen Me-
thoden nachweisbar wäre. Zudem wurden in diesem Versuchsansatz keine parallelen Aufar-
beitungen durchgeführt, so daß die Reproduzierbarkeit dieses Musters nicht untersucht werden
konnte. Insofern sollte diese Veränderung im Muster nur unter Vorbehalt gesehen werden, zumal
weder in der Boden- noch in der Rhizoplanefraktion, abgesehen von der Detektion des inokulierten
Stammes, mit universellen Primern Veränderungen durch eine Inokulation aufgezeigt werden
konnten.
Zusammenfassend zeigten diese Untersuchungen eine hohe Übereinstimmung der mit der TGGE
erhaltenen Ergebnisse im Vergleich zu denen der anderen Methoden. Obwohl die DNA-Extrakte,
Diskussion 86
die für die TGGE-Analysen verwendet wurden, nach einem etwas anderen Protokoll extrahiert und
aufgereinigt wurden als die DNA zur Herstellung der Klonbank, zeigten die jeweiligen Amplifikate
auf der TGGE ein nahezu identisches Muster, was auf ein ähnliches Spektrum an aufgeschlossenen
Zellen hindeutet. In beiden Fällen wurden die Nukleinsäuren mittels eines Bead-beaters extrahiert
und vor der Analyse einer PCR unterzogen. Ähnlich gute Übereinstimmungen zwischen domi-
nanten Sequenzen einer aus demselben Habitat angelegten Klonbank und starken T-/DGGE-
Banden sind von Ferris & Ward (1997), Zoetendahl et al., (1998) und Nüsslein & Tiedje (1998)
beschrieben worden, wobei in diesen Arbeiten die Nukleinsäuren für T-/DGGE-Analysen und die
Erstellung einer Klonbank in identischer Weise gewonnen wurden. Dagegen sind mehrfach deut-
liche Abweichungen in der durch T-/DGGE-Analysen und der durch kultivierbare Bakterien be-
schriebenen Diversität der bakteriellen Gemeinschaft in Wurzelassoziation ermittelt worden (Heuer
& Smalla, 1997; Duineveld et al., 1998). Daß in diesem Verbundprojekt die Ergebnisse der Unter-
suchung der Isolate, soweit sie quantifiziert wurden, mit der TGGE und den anderen Methoden
übereinstimmten, ist wahrscheinlich darauf zurückzuführen, daß mit zunehmender Nähe zur Wur-
zeloberfläche das Nährstoffangebot erhöht ist und dadurch die Kultivierbarkeit der Rhizoplane-
bakterien zunimmt (van Elsas et al. 1998). Zudem sind sehr viele verschiedene Medien verwendet
worden, die das Nährstoffangebot der Rhizoplane gut erfaßten.
Jede der in diesem polyphasischen Ansatz verwendeten Methoden hat eigene Limitierungen und
Fehlerquellen (Referenzen bei Wintzingerode et al., 1997; Buchholz-Cleven et al., 1997; Muyzer
& Smalla, 1998; Fuchs et al., 1998). Aufgrund der guten Übereinstimmung der Resultate kann aber
davon ausgegangen werden, daß die in dem Verbundprojekt erhaltenen Ergebnisse die tatsächliche
Zusammensetzung der dominanten Sequenzen in der bakteriellen Gemeinschaft der Luzerne-
rhizoplane sehr gut beschreiben. Zudem bestätigen diese Untersuchungen die Annahme, daß unter
den hier angewendeten Bedingungen die mit der TGGE erzeugten Muster die Diversität der
dominanten Sequenzen einer bakteriellen Gemeinschaft reflektieren können.
4.2.1 Limitierungen der TGGE-Analyse
• Limitierungen bei der Darstellung bakterieller Gemeinschaften
Obwohl durch die TGGE-Analysen charakteristische Bandenmuster oder auch „Fingerabdrücke“
einer bakteriellen Gemeinschaft erhalten werden können, ist bei der Interpretation einzelner
Bandenmuster jedoch zu berücksichtigen, daß das TGGE-Muster an sich eine mit Fehlern behaftete




Wie in Kap. 3.1 gezeigt wurde, beeinflußt die Art des Extraktionsverfahrens von Nukleinsäuren die
Musterausbildung auf der TGGE maßgeblich. Die verschiedenen DNA-Extraktionsverfahren, so-
weit sie bei den hier vorliegenden Bodenproben überhaupt zu amplifizierbarer DNA führten,
zeigten je nach Protokoll auf der TGGE sehr stark abweichende Muster (s. Abb. 2), was auf ein
unterschiedliches Spektrum an aufgeschlossenen Bakterien schließen läßt. Aus diesem Grund
wurde zu Beginn dieser Arbeit ein bereits beschriebenes Extraktionsverfahren (Felske et al., 1996)
so modifiziert, daß es bei den hier vorliegenden Umweltproben sowohl für die Analyse der DNA
als auch der RNA erfolgreich angewendet werden konnte. Hierbei bietet dieses Protokoll den Vor-
teil, RNA und DNA parallel zu extrahieren, so daß ein Einfluß der Extraktionsmethode auf die
Musterbildung bei einem Vergleich der DNA und RNA-Muster weitgehend ausgeschlossen werden
kann.
Obwohl der in dieser Arbeit durchgeführte Zellaufschluß mittels eines Bead-beaters als relativ effi-
ziente Methode angesehen wird (Moré et al., 1994; Felske et al., 1996; van Elsas et al., 1997), ist
auch hierbei sicherlich nur ein begrenztes Spektrum an Mikroorganismen aufgeschlossen worden.
So konnten Felske et al. (1996) bei dem hier durchgeführten Zellaufschluß zwar den problemlosen
Aufschluß sowohl Gram-negativer als auch Gram-positiver Bakterien aufzeigen, anderseits be-
schreibt Bakken (1997), daß bei einem Bead-beater Aufschluß kleine Zellen nur begrenzt aufge-
schlossen werden.
- PCR
Neben der Selektivität des Extraktionsverfahrens sind auch Verschiebungen durch die für die
TGGE-Analyse notwendige Amplifikation der Nukleinsäuren in der PCR oder RT-PCR zu berück-
sichtigen, die ebenfalls Auswirkungen auf die TGGE-Musterbildungen haben können (Muyzer &
Smalla, 1998). Zum Beispiel führen verschiedene Polymerasen zu unterschiedlichen Muster-
bildungen (s. Kap. 3.6.4). In dieser Arbeit wurden zwei verschiedene reverse Transkriptasen ver-
wendet, die unterschiedliche Empfindlichkeiten gegenüber mitextrahierten Hemmstoffen auf-
wiesen. Die jeweils daraus resultierenden TGGE-Muster wurden anhand von Clusteranalysen, ge-
trennt nach verwendeter Polymerase, verglichen, wobei sich vergleichbare Ähnlichkeitsverhältnisse
der einzelnen Muster untereinander ergaben (vgl. Abb. 30c mit Abb. 31). Die Verwendung der
verschiedenen reversen Transkriptasen bei der Amplifikation derselben rRNA-Extrakte führte
allerdings zu Verschiebungen in den einzelnen TGGE-Mustern (Abb. 29) und somit zu einer unter-
schiedlichen Darstellung von Zielsequenz-Häufigkeiten in einem Muster.
Bei der PCR kann es zudem zu der Bildung von Artefakten wie Chimärenbildung, Deletionen be-
dingt durch stabile Sekundärstrukturen oder auch zum fehlerhaften Einbau von Basen durch die
Polymerasen kommen (Übersicht bei v. Wintzingerode et al., 1997). Außerdem kann es bei der
Amplifikation der für die TGGE-Analysen notwendigen GC-Klammern zu unvollständigen Syn-
thesen dieser G+C-reichen Regionen kommen, die in der nachfolgenden TGGE-Analyse zu der
Bildung von multiplen Banden einer Zielsequenz führen können (Nübel et al., 1996).
Daneben kann es zu selektiven oder auch präferentiellen Amplifikationen einzelner Zielsequenzen
kommen, bedingt durch unterschiedliche Primereffizienzen (Übersicht bei v. Wintzingerode et al.,
1997) oder durch unterschiedlich hohe G+C-Gehalte der Zielmoleküle (Reysenbach et al., 1992).
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Suzuki & Giovannoni (1996) konnten zudem präferentielle Amplifikationen nachweisen, die durch
unterschiedliche Ausgangskonzentrationen in den Zielsequenzen bedingt wurden, jedoch durch
Reduzierung der Zykluszahl in der PCR verringert werden konnten. Allerdings vermuten die
Autoren, daß diese Selektionierungen in DNA-Extrakten aus Umweltproben mit einer hohen Se-
quenzdiversität nur sehr begrenzt auftreten. Wie beispielhaft in Abb. 3 gezeigt wurde, konnte bei
den in dieser Arbeit untersuchten RNA- und DNA-Extrakten keine Verschiebung in den TGGE-
Mustern bei verschiedenen Zykluszahlen und Verdünnungsstufen der Extrakte nachgewiesen
werden. Dies galt sowohl bei der Verwendung der universellen Primer als auch bei der Anwendung
des spezifischen Primers R1463, obwohl hierbei die Zielsequenzdiversität erheblich reduziert
wurde. Insofern konnte hier eine präferentielle Amplifikation, wie sie durch den Vergleich von
TGGE-Mustern nach verschiedenen PCR-Zykuszahlen (Zoetendahl et al., 1998) und verschiedenen
Verdünnungen der Zielsequenzen (Heuer & Smalla, 1997) dargestellt werden kann, in dieser Arbeit
nicht aufgezeigt werden.
Ebenso ist die Bildung von Heteroduplices (Myers et al., 1989; Jensen & Straus, 1993) bekannt.
Obwohl die Heteroduplexbildung, die bei der Charakterisierung einiger DGGE-Muster nachge-
wiesen werden konnte (Ferris et al., 1997), die Interpretation der resultierenden TGGE-Muster
durch eine größere Anzahl detektierbarer Banden erschwert, gehen Murray et al. (1996) davon aus,
daß die Heteroduplexbildung bei der DGGE- (und damit vergleichbar auch der TGGE-) Analyse
von komplexen mikrobiellen Gemeinschaften kein signifikantes Problem ist. Übereinstimmend
hierzu konnte bei keiner der in dieser Arbeit durchgeführten Charakterisierungen der TGGE-
Muster eine Heteroduplexbildung aufgezeigt werden. Dies schließt allerdings das Auftreten von
Heteroduplices nicht aus, da nur ein Teil der Muster näher charakterisiert wurde. Das Vorliegen
von Heteroduplices hätte sich nach der Elution und Klonierung von Banden bei dem an-
schließenden Klonscreening auf der TGGE in Form von mehreren Banden einer Klonsequenz ge-
zeigt (Ferris & Ward, 1997).
- Besonderheiten der Zielsequenzen
Neben diesen PCR-bedingten möglichen Fehlerquellen sind auch Besonderheiten der Ziel-
sequenzen zu berücksichtigen, da die Organisation der rDNA in den Bakteriengenomen (rrn-
Operone) Auswirkungen auf das resultierende Nukleinsäureprofil im TGGE-Gel haben kann. Die
rrn-Operone kommen bei den verschiedenen Prokaryoten in unterschiedlicher Anzahl vor (Cole &
Girons, 1994), so daß dies zu einer Fehleinschätzung des quantitativen Vorkommens einzelner
Spezies nach Amplifikation der rDNA aus Umweltproben führen kann. So beschrieben Farrelly et
al. (1995) Auswirkungen der Genomgröße und der Anzahl der 16S rRNA-Gene innerhalb eines
Genoms auf die Quantität der PCR-Produkte. Daneben können die einzelnen Operone eines
Genoms aber auch Sequenzunterschiede aufweisen (Rainey et al., 1996; Wang et al., 1997). Daß
diese Sequenzheterogenitäten der 16S rRNA-Gene auch qualitative Effekte auf das TGGE-Muster
haben, wurde erstmals von Nübel et al. (1996) anhand einer Reinkultur von Paenibacillus
polymyxa (DSM 36) nachgewiesen. In neuerer Zeit wurden bei einer ganzen Reihe weiterer Orga-
nismen Sequenzheterogenitäten in 16S rRNA-Genen nachgewiesen, die anhand der TGGE aufge-
zeigt werden können (S. Meier-Bethke, persönliche Mitteilung; Felske et al., 1999; s. auch diese
Arbeit).
Diskussion 89
- Auflösungsvermögen der TGGE
Daneben führen aber auch Unzulänglichkeiten der TGGE-Methode an sich dazu, daß die in einem
Habitat vorliegende Diversität nur reduziert dargestellt werden kann.
Wie in Kap. 3.5 beschrieben, bilden einige Sequenzen auf der TGGE keine distinkten Banden,
sondern nur eine mehr oder weniger diffuse Schwärzung („Wolke“). Dies kann dazu führen, daß,
selbst wenn einzelne Sequenzen in einer Mischpopulation so stark amplifiziert werden, daß sie
prinzipiell auf der TGGE detektierbar wären, sie aufgrund der unspezifischen Bandenbildung nicht
als Sequenzen erfaßt werden, da sie sich nicht von der Hintergrundfärbung einer Gelspur abheben.
Analysen des Schmelzverhaltens anhand der POLAND-Software deuten darauf hin, daß die Lage
einer relativ kleinen Schmelzdomäne (kleiner als 50 Bp) nahe der GC-Klammer dieses auffällige
Laufverhalten bedingt. Wu et al. (1998) führten dieses Laufverhalten ebenfalls auf das Vorliegen
einer Schmelzdomäne nahe der GC-Klammer zurück, die allerdings mehr als 50 Bp aufwies. Dem
gegenüber steht der Befund, daß die Sequenz ms 34, deren Schmelzdomäne nahe der GC-Klammer
mehr als 50 Bp lang war, eine distinkte Bandenbildung zeigte, so daß hier keine übereinstimmende
Erklärung gefunden werden konnte. Wie in Untersuchungen von Wu et al. (1998) führte zudem das
Vorliegen einer relativ flachen und langen Schmelzdomäne, die mehr als 100 Bp lang war und
deren Temperaturunterschied zu benachbarten Domänen weniger als 1°C betrug (Sequenz ms 35),
ebenfalls zu einer unspezifischen Bandenbildung. Zur Zeit kann allerdings noch nicht erklärt
werden, warum diese Sequenzcharakteristika eine unspezifische Bandenbildung verursachen.
Die in dieser Arbeit durchgeführten Veränderungen der TGGE-Laufbedingungen durch veränderte
Temperaturgradienten oder Laufzeiten beeinflußten das Laufverhalten nicht (nicht dargestellt).
Obwohl in Einzelfällen das Schmelzverhalten von Sequenzen durch Veränderungen der Primer-
sequenzen (Einbau von GC- oder AT-reichen Sequenzen) so geändert werden konnte, daß eine
distinkte Bandenbildung erfolgte (Wu et al., 1998), sind solche Modifizierungen bei der Analyse
von Sequenzpopulationen, wie sie in Umweltproben vorliegen, nur bedingt durchführbar. Bei
diesen Analysen werden universelle oder gruppenspezifische Primer benutzt, deren Modifizierung
zu einer veränderten Spezifität führen könnte.
Neben der unspezifischen Bandenbildung schränkt auch das Auflösungsvermögen der TGGE die
darstellbare Diversität ein. Obwohl das Auflösungsvermögen bei TGGE-Analysen durch die Ver-
wendung von GC-Klammern deutlich gesteigert werden konnte (Myers et al., 1985; Sheffield et
al., 1989) und hierdurch durchaus Sequenzunterschiede von nur einer Base detektiert werden
konnten (Nübel et al., 1996), ist mehrfach beschrieben worden, daß bestimmte DNA-Fragmente
mit abweichenden Sequenzen anhand des Laufverhaltens auf der T-/DGGE nicht unterscheidbar
sind (Vallaeys et al., 1997; Heuer & Smalla, 1997, Jensen et al., 1998; s. auch diese Arbeit).
Aufgrund der limitierten Trennstrecke der TGGE kann zudem nur eine begrenzte Anzahl von Se-
quenzen mit unterschiedlichen Migrationsverhalten prinzipiell dargestellt werden. In den hier
durchgeführten Analysen von Umweltproben mit universellen Primern konnten bis zu 50 Se-
quenzen mit unterschiedlichem Laufverhalten in einer Gelspur aufgezeigt werden. Demgegenüber
schätzen Torsvik et al. (1990), daß in einer Bodenprobe mehr als 4000 verschiedene Genome vor-
liegen. Mehrere Studien legen nahe, daß nur bakterielle Populationen, die mehr als 1% der ge-
samten bakteriellen Gemeinschaft ausmachen, bei T-/DGGE Analysen mit universellen 16S rDNA-
Primern erfaßt werden können (Muyzer et al., 1993; Murray et al., 1996). Ähnliche Werte wurden
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von Lee et al. (1996) bei der Untersuchung von Umweltproben mittels SSCP gefunden.
Dadurch werden viele und möglicherweise auch ökologisch wichtige Arten nicht erfaßt. Mit Hilfe
von TGGE-Analysen von Anreicherungskulturen (Jensen et al., 1998) oder spezifischen Primern
können jedoch auch weniger abundante Gruppen amplifiziert und auf der T-/DGGE dargestellt
werden. So wurden spezifische Primer für β-proteobakterielle Ammoniumoxidierer (Kowalchuk et
al., 1997), Cyanobakterien (Nübel et al., 1997), Thiomicrospira-Spezies (Brinkhoff & Muyzer,
1997), Actinomyceten (Heuer et al., 1997), oder wie in dieser Arbeit für Sinorhizobien und ver-
wandte Sequenzen entwickelt.
• Limitierungen bei dem Vergleich von TGGE-Mustern
Da die eben genannten Limitierungen Auswirkungen auf die Musterbildung haben, sollte bei einem
Mustervergleich der Einfluß von Faktoren, welche unabhängig von jenen Veränderungen, die
durch die zu untersuchenden Beeinflussungen hervorgerufen werden, zu veränderten TGGE-
Bandenmustern führen, weitestgehend ausgeschlossen werden. So beschreibt u. a. Engelen (1998)
die Notwendigkeit, die Entnahme von Bodenproben – wie sie hier erfolgte – in Form von Sammel-
proben durchzuführen, da inhomogene Verteilungen der Mikroorganismen aufgrund der relativ
uneinheitlichen Struktur des Bodens bei der Probenahme in Form von Einzelproben zu stark ab-
weichenden TGGE-Mustern führten. Ebenso kann die Art der Probenzwischenlagerung (Rochelle
et al., 1994) und das Extraktionsverfahren (diese Arbeit; Muyzer & Smalla, 1998) Auswirkungen
auf die gewonnenen Nukleinsäureextrakte haben. Da alle in dieser Arbeit ausgewerteten Proben in
der gleichen Weise gelagert und mit demselben Extraktionsprotokoll gewonnen wurden, ist davon
auszugehen, daß die hierbei auftretenden Selektionierungen alle Proben in vergleichbarem Ausmaß
betrafen, so daß ein Vergleich dieser Proben mittels Clusteranalysen durchgeführt werden konnte.
Allerdings ist zu berücksichtigen, daß aufgrund der Selektivität des Extraktionsverfahrens Ände-
rungen in bakteriellen Gemeinschaften nicht detektiert werden können, wenn sie Bakterien be-
treffen, die nicht aufgeschlossen werden können. Weiterhin wurden alle jeweils miteinander ver-
glichenen Proben mit den gleichen Polymerasen und unter denselben, in dieser Arbeit modifi-
zierten Reaktionsbedingungen amplifiziert. Zudem wurde die Reproduzierbarkeit des Extraktions-
verfahrens sowie der PCR- und RT-PCR-Produkte dadurch untersucht, daß sowohl unabhängige
parallele Aufarbeitungen als auch dieselben Aufarbeitungen mehrfach amplifiziert und auf der
TGGE aufgetragen wurden. Alle hieraus resultierenden Muster zeigten eine sehr hohe Reproduzier-
barkeit. Insofern waren die hierbei möglicherweise auftretenden Limitierungen konstant, was den
Vergleich der TGGE-Muster ermöglicht (Øvreås et al., 1997; Teske et al., 1998).
Aber auch wenn unter den hier vorliegenden Bedingungen die Vergleichbarkeit der TGGE-Muster
gewährleistet erscheint, haben einige der dargestellten Limitierungen nicht nur Auswirkungen auf
die Interpretation eines Musters, sondern auch auf die Darstellungen von Beeinflussungen
bakterieller Gemeinschaften durch den Vergleich von TGGE-Mustern. Als Beispiel sei die Se-
quenzheterogenität und das Vorkommen eines identischen Migrationsverhaltens unterschiedlicher
Sequenzen genannt. So kann bei der Untersuchung von Umweltproben die mit der Ausbildung von
mehreren TGGE-Banden verbundene Sequenzheterogenität eines Stammes in gewisser Weise ein
höhere Diversität vorspiegeln. Felske et al. (1998, 1999) vermuten jedoch, daß Sequenzhetero-
genitäten das TGGE-Muster von Umweltproben nur wenig beeinflussen. Dies steht allerdings im
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Widerspruch zu den Ergebnissen in dieser Arbeit: Sowohl bei der Charakterisierung der
Rhizoplanefraktion der in Kap. 3.6.1 dargestellten Untersuchung als auch bei der im nachfolgenden
Jahr durchgeführten Charakterisierung des Bandenmusters (Kap. 3.6.2) konnten Sequenzhetero-
genitäten aufgezeigt werden, die das Bandenmuster maßgeblich beeinflußten. Im ersten Fall
zeigten drei für die Fraktion der Rhizoplane charakteristische Banden im TGGE-Muster hohe Se-
quenzähnlichkeiten zu Pseudomonas putida, wobei das Vorliegen einer Sequenzheterogenität
durch TGGE-Analysen von aus demselben Habitat isolierten Reinkulturen bestätigt werden konnte.
Auch die inokulierten Stämme S. meliloti WT 2011 und L33 ließen eine Sequenzheterogenität an-
hand der Bildung von zwei Banden auf der TGGE erkennen (Abb. 15); allerdings konnten diese
Heterogenitäten nur bei Verwendung des Primerpaares F984-GC/R1346 aufgezeigt werden. Mit
dem Primerpaar F984-GC/R1463 dagegen zeigten die Amplifikate der Reinkulturen nur eine
Bande (Abb. 26, Spur S), da hier die Sequenzunterschiede in den 16S rRNA-Genen offensichtlich
nicht zu einem veränderten Schmelzverhalten führten. Es ist anzunehmen, daß das Laufverhalten
der S. meliloti Sequenzen, die mit dem Primerpaar F984-GC/R1463 amplifiziert wurden, durch
eine durch die Verlängerung des Produktes hinzukommende Schmelzdomaine beeinflußt wurde,
die das Fragment 968-1346 nicht aufwies.
Ein Vergleich der entsprechenden RNA- und DNA-TGGE-Muster zeigte, daß die durch die Se-
quenzheterogenitäten von P. putida und S. meliloti hervorgerufenen multiplen Banden im DNA-
und RNA-Muster ungefähr in gleicher Stärke auftraten (Abb. 13, 15). Dies deutet einerseits auf die
Expression der mit der TGGE auftrennbaren 16S rDNA-Genvarianten in situ hin (Nübel et al.,
1996), andererseits bedeutet es auch, daß die Möglichkeit der Beeinflussung des TGGE-Banden-
musters durch Sequenzheterogenitäten bei der Interpretation der DNA- und auch der RNA-Muster
berücksichtigt werden muß.
Bei den hier durchgeführten Clusteranalysen wurden die Bandenmuster mit Ausnahme der mit dem
Primer R1463 erzeugten Muster, auf die weiter unten näher eingegangen wird, nicht näher charak-
terisiert. Insofern kann nicht abgeschätzt werden, inwieweit Organismen mit Sequenzhetero-
genitäten zu den Musterverschiebungen beigetragen haben. Bei dem in Kap. 3.6.3 beschriebenen
Versuchsansatz, bei dem das Ausmaß der Beeinflussung der bakteriellen Gemeinschaften anhand
von Mustervergleichen ermittelt wurde, konnten nur in der Rhizoplanefraktion des FAL-Bodentyps
TGGE-Banden ausgemacht werden, die ein identisches Laufverhalten zu S. meliloti aufwiesen und
die in den inokulierten Ansätzen eine größere Intensität aufwiesen (Abb. 22). Insofern beeinflußte
höchstens in dieser Versuchsvariante die Sequenzheterogenität des Inokulums das Ausmaß der
anhand der Clusteranalyse ermittelten Verschiebungen im Bandenmuster. Abgesehen von diesen
Musterveränderungen wurden in dieser Versuchsvariante jedoch noch weitere Banden durch eine
Inokulation deutlich in ihrer Intensität beeinflußt, und zwar in einem stärkeren Ausmaß als im
STM-Bodentyp (Abb. 22). Daher ist anzunehmen, daß hier die Sequenzheterogenität von L33 nur
einen relativ geringen Einfluß auf die ermittelten Unterschiede zwischen den verschiedenen Ver-
suchsvarianten hatte.
Eine andere Problematik ergibt sich aus der Tatsache, daß DNA-Fragmente mit unterschiedlichen
Sequenzen ein identisches Migrationsverhalten aufweisen können. Dies führt dazu, daß die Diver-
sität und ebenso mögliche Änderungen in der bakteriellen Gemeinschaft nur in begrenztem Maße
beobachtet werden können (Vallaeys et al., 1997). Besondere Bedeutung hat dies, wenn spezifische
Primer verwendet werden, da hierdurch die Komplexität des Bandenmusters reduziert wird (s. Kap.
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3.6). Ebenso weisen dadurch, daß nur einzelne Gruppen der bakteriellen Gemeinschaft erfaßt
werden, diese Sequenzen eine größere Ähnlichkeit untereinander auf. Unter der Hypothese, daß die
Möglichkeit der Differenzierung anhand des Laufverhaltens auf der TGGE mit abnehmender
Größe der Sequenzunterschiede kleiner wird, führt dies zu einer weiteren Verringerung der dar-
stellbaren Diversität. Unterstützt wird dies durch mehrere Arbeiten, bei denen es nicht möglich
war, nahe verwandte Sequenzen anhand des Laufverhaltens auf der T-/DGGE zu differenzieren
(Kap. 3.2.2; Buchholz-Cleven et al., 1997; Kowalchuk et al., 1997, Stephen et al., 1998). Aufgrund
dieser wahrscheinlich nur begrenzten Auflösung ist eine Clusteranalyse von TGGE-Mustern, die
mit spezifischen Primern erzeugt wurden, ausschließlich anhand des Vergleichs des Laufverhaltens
problematisch.
Die Notwendigkeit einer vorherigen Charakterisierung sei im folgenden anhand der Untersuchung
der bakteriellen Gemeinschaft der Luzernerhizoplane im FAL-Boden bei Verwendung des spezi-
fischen Primers R1463 dargestellt (Kap. 3.6.3). Die aus der mit S. meliloti L33 inokulierten Ver-
suchsvariante stammende Bande 4 und die aus der nicht-inokulierten Versuchsvariante stammende
Bande 5 wiesen ein sehr ähnliches Migrationsverhalten auf. Die Sequenzanalyse ergab allerdings,
daß die eluierten Sequenzen AF4 und AF5 aus diesen beiden Banden unterschiedliche Sequenzen
aufwiesen (Abb. 26). Zusätzlich wurden noch weitere Klone dieser eluierten Banden untersucht
(nicht gezeigt). So wurde ein weiterer Klon des Eluates der Bande 5 sequenziert, wobei dieselbe
Sequenz wie AF5 ermittelt wurde (Ähnlichkeit zu R. leguminosarum 98,5%). Von dem Eluat der
Bande 4 wurden insgesamt vier Klonsequenzen mit identischem Migrationsverhalten untersucht.
Davon ergaben drei Sequenzen eine Ähnlichkeit zu S. meliloti von 100% (unter anderem auch
AF4) und eine Sequenz wies eine Ähnlichkeit zu R. leguminosarum von 100% auf. Dies zeigt, daß
zumindest die Bande 4 nicht durch eine Sequenz charakterisiert wird, sondern daß verschiedene
Sequenzen zu der Ausbildung dieser Bande beigetragen haben. Der Umfang der durchgeführten
Sequenzierungen von Klonen eluierter Banden war zwar nicht ausreichend, um die Häufigkeits-
verteilungen der verschiedenen Sequenzen zu ermitteln, die eine Bande charakterisieren. Dadurch,
daß die Eluate vor der Klonierungs-PCR jedoch verdünnt wurden (s. Kap. 2.6.3, 2.6.4) kann ange-
nommen werden, daß diejenigen Sequenzen, die am stärksten zu der Ausprägung der Bande beige-
tragen haben, erfaßt wurden (Jensen et al., 1998).
Aufgrund dieser Ergebnisse kann nicht ausgeschlossen werden, daß möglicherweise die beiden
Banden 4 und 5 dieselben Sequenzen, wenn auch in verschiedenen Häufigkeiten, aufweisen. Da
jedoch keine zu AF5 übereinstimmende Sequenz in den Eluaten der Bande 4 nachgewiesen werden
konnte, ist zu vermuten, daß diese Sequenz durch die Inokulation mit S. meliloti L33 verdrängt
wurde. Um die Auswirkungen einer möglichen Falschzuordnung von Banden bei einer Cluster-
analyse zu verdeutlichen, wurde eine Clusteranalyse auf Grundlage des Vergleichs des Laufver-
haltens durchgeführt, wobei die Banden 4 und 5 zu demselben Bandentyp zugeordnet wurden. Es
ergab sich eine relativ hohe Musterverwandtschaft von 0,7. Wurden dagegen die Banden 4 und 5
verschiedenen Bandentypen zugeordnet, so war die Musterverwandtschaft deutlich geringer (rela-
tive Ähnlichkeit der Muster: 0,39; s. Abb. 27). Dies zeigt, daß unter Umständen eine Cluster-
analyse Veränderungen in der bakteriellen Gemeinschaft nur begrenzt erfaßt, wenn die Banden-
muster, die aus der Verwendung von spezifischen Primern resultieren, nicht näher charakterisiert
werden. Insofern ist bei diesen Analysen eine nähere Charakterisierung einzelner Banden durch
Anwendung spezifischer Sonden (wie z.B. bei Stephen et al., 1998) oder wie in dieser Arbeit durch
Sequenzierung sinnvoll. Um alle erfaßbaren Veränderungen einer bakteriellen Gemeinschaft an-
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hand der TGGE auch tatsächlich aufzeigen zu können, hätten sicherlich alle Banden näher charak-
terisiert werden müssen. In dieser Arbeit wurden allerdings nur stichprobenartig einzelne Banden
sequenziert, so daß nicht auszuschließen ist, daß Unterschiede zwischen den verschiedenen Ver-
suchsvarianten möglicherweise nicht im vollen Ausmaß erfaßt wurden.
Aufgrund der dargestellten Limitierungen wird deutlich, daß die durch die TGGE darstellbare Di-
versität eingeschränkt ist, so daß die ermittelten Ähnlichkeiten der Muster nur als relative Ähn-
lichkeiten zu interpretieren sind (Vallaeys et al., 1997; Eichner et al., 1999). Dies führt zu mehreren
Konsequenzen, die bei einer Clusteranalyse von TGGE-Mustern berücksichtigt werden müssen:
• Bei der Ermittlung der Auswirkung eines bestimmten Einflusses auf die bakterielle Gemein-
schaft müssen alle zu vergleichenden Proben in identischer Weise aufgearbeitet werden. Die
aus den einzelnen unabhängigen Wiederholungen der Versuchsvarianten resultierenden TGGE-
Muster sollten dabei eine hohe Kongruenz aufweisen, da die Reproduzierbarkeit der Muster die
Sensitivität der Clusteranalyse maßgeblich beeinflußt.
• Clusteranalysen ausschließlich anhand des Laufverhaltens sollten nur bei relativ komplexen
Mustern durchgeführt werden, wie in dieser Arbeit von Boden, Rhizosphäre und Rhizoplane-
habitaten bei Verwendung universeller Primer, da hier mögliche Falschzuordnungen nur eine
begrenzte Auswirkung auf die ermittelten Ähnlichkeiten haben.
• Bei der Analyse von komplexen Mustern erwies sich eine Clusteranalyse als sinnvoll, wenn die
Muster einen gewissen Grad an Übereinstimmung aufwiesen, da hierdurch die Bandenzuord-
nung anhand des Laufverhaltens erleichtert wurde.
• Bei der Interpretation der ermittelten relativen Ähnlichkeiten ist zu berücksichtigen, daß letzt-
lich nur die TGGE-Muster verglichen wurden. Anhand der genannten Limitierungen wird
deutlich, daß wahrscheinlich nur ein Teil der Veränderungen in bakteriellen Gemeinschaften
durch bestimmte, z.B. anthropogene Beeinflussungen auf der TGGE dargestellt werden kann.
Allerdings kann angenommen werden, daß Veränderungen in den TGGE-Bandenmustern auf
Beeinflussungen der bakteriellen Gemeinschaft hindeuten (Øvreås et al., 1997; Ferris & Ward,
1997).
Zusammenfassend kann festgestellt werden, daß mit der TGGE in relativ einfacher und schneller
Weise eine Darstellung der bakteriellen Gemeinschaft erfolgen kann, so daß diese Methode gut
geeignet ist, um die Dynamik oder auch Beeinflussungen von bakteriellen Gemeinschaften durch
verschiedene Faktoren aufzuzeigen. Auch wenn die TGGE-Muster mit Fehlern behaftete Dar-
stellungen der bakteriellen Gemeinschaften sind, kann dennoch angenommen werden, daß mit
dieser Methode die dominanten Sequenzen in einer bakteriellen Gemeinschaft reflektiert werden
können (Kap. 4.2; Ferris & Ward, 1997; Muyzer & Smalla, 1998) und zudem unterschiedlich
starke Veränderungen in den Bandenmustern auch auf unterschiedlich starke Beeinflussungen der
bakteriellen Gemeinschaften hindeuten (Eichner et al., 1998; Engelen et al., 1998). Aufbauend auf
der letztgenannten Vermutung wurden auch in dieser Arbeit TGGE-Muster verglichen, um das
unterschiedliche Ausmaß von Veränderungen in bakteriellen Gemeinschaften durch verschiedene
Faktoren darzustellen (Kap. 4.3).
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4.3 Diskussion der Gewächshausversuche: Darstellung von Veränderungen in
bakteriellen Gemeinschaften anhand von TGGE-Analysen
Die TGGE-Mustervergleiche der bakteriellen Gemeinschaften der in dieser Arbeit untersuchten
Pflanzenarten Luzerne, Roggen, Bohne und Klee ergaben eine deutliche Veränderung der Gemein-
schaften vom Boden über die Rhizosphäre zur Rhizoplane der jeweiligen Pflanzen, wie sie auch
von Lemanceau et al. (1995) an Flachs- und Tomatenhabitaten anhand von Kultivierungsunter-
suchungen beschrieben wurden. Vor allem im Boden, aber auch noch in der Rhizosphäre traten
überwiegend zahlreiche schwache TGGE-Banden auf, wogegen sich in der Rhizoplanefraktion fast
alle Banden durch eine deutlich höhere Intensität auszeichneten, während gleichzeitig die Anzahl
der Banden abnahm. Diese Unterschiede konnten bei allen in dieser Arbeit durchgeführten Ver-
suchsansätzen aufgezeigt werden, auch wenn die Anzuchtbedingungen im Fall der Luzerne-
pflanzen durch die Verwendung unterschiedlich großer Mikrokosmen und Verlängerung der
Wachstumszeit von 6 auf 10 Wochen verändert waren (Kap. 3.6.). Hiermit übereinstimmend be-
schrieben Marilley et al. (1998) eine Verringerung der mikrobiellen Diversität in an Pflanzen-
wurzeln assoziierter Habitate im Vergleich zum Boden anhand von PCR-Restriktionsanalysen von
16S rDNA-Fragmenten. Daneben zeigten einige TGGE-Banden mit gleichem Laufverhalten vom
Boden über den Wurzelboden und Rhizosphäre zur Rhizoplane hin eine veränderte Intensität (bei-
spielhaft für Luzerne s. Abb. 11, 20). Dies kann in Übereinstimmung zu Mahaffe & Kloepper
(1997) als ein Hinweis auf das Vorkommen gleicher Sequenzen mit unterschiedlicher Abundanz in
den verschiedenen Habitaten angesehen werden. Die Autoren schlossen aufgrund des Auffindens
übereinstimmender Isolate in unterschiedlichen Abundanzen auf ein Kontinuum innerhalb der Ha-
bitate Boden, Rhizosphäre und Endorhizosphäre von Gurken.
Die im Rahmen des Verbundprojekts erzielten Ergebnisse der Charakterisierung der bakteriellen
Gemeinschaft der Luzerne bestätigten prinzipielle Unterschiede in den Habitaten. So ergaben die
Untersuchungen der kultivierbaren aeroben Bakterien (DSMZ Braunschweig), daß die Anzahl der
Gram-positiven Isolate im Boden und der Rhizosphäre deutlich gegenüber der Rhizoplane erhöht
war, wogegen der prozentuale Anteil an Proteobakterien vom Boden über die Rhizosphäre zur
Rhizoplane zunahm. Auch in den Klonbanken (Universität Bielefeld) zeigten sich tendenzielle
Unterschiede zwischen den einzelnen Habitaten, die jedoch nicht mit denen der Kultivierungs-
ergebnisse übereinstimmten. Allerdings ist der Umfang der zur Zeit vorliegenden Sequenzierungs-
ergebnisse noch sehr begrenzt, so daß noch keine abschließenden Aussagen möglich sind (S.
Weidner, persönliche Mitteilung).
Der Vergleich der aus der Amplifikation der RNA resultierenden TGGE-Muster mit denen aus der
DNA in den verschiedenen Habitaten ergab, daß sich die Muster in einem Gradienten vom Boden
zur Rhizoplane immer stärker ähnelten. Unter der Annahme, daß der Vergleich von RNA- und
DNA-TGGE-Mustern Rückschlüsse auf die Expression der 16S rRNA-Gene der dominanten
Bakterien ermöglicht (Felske et al., 1996, Teske et al., 1996b; Zoetendal et al., 1998), ist zu ver-
muten, daß im Boden nur sehr wenige Bakterien mit einem hohen Ribosomensatz auch zahlen-
mäßig dominierten. Ähnliches fanden auch Felske et al. (1996) bei der Untersuchung einer Boden-
probe eines brachliegenden FAL-Bodens.
Aus dem Vergleich der Rhizoplanemuster läßt sich schließen, daß in dieser Fraktion diejenigen
Sequenzen, die einen hohen Anteil an dem Gesamt-RNA-Extrakt ausmachten, auch zahlenmäßig
Diskussion 95
dominierten. Bei der Untersuchung der bakteriellen Gemeinschaft der Luzernerhizoplane zeigte
sich bei der Anwendung von V6-Sonden, daß sobald einzelne Sequenzen im RNA-Muster ein
Hybridisierungssignal ergaben, ausschließlich Sequenzen mit einem identischen Migrations-
verhalten im DNA-Muster ebenfalls immer ein Signal ergaben. Dieses bestätigte die Annahme, daß
in diesem Habitat die selben Sequenzen im DNA- und RNA-Muster dominierten.
Die konfokalen-laser-scanning-mikroskopischen Analysen der in diesem Verbundprojekt durchge-
führten Untersuchungen an der Luzerne (GSF Neuherberg) zeigten, daß mit zunehmender Asso-
ziation der Bakterien an die Wurzeloberfläche der relative Anteil hybridisierbarer Bakterien zu-
nahm, was übereinstimmend zu den TGGE-Analysen darauf hindeutet, daß zur Rhizoplane hin ein
größerer Anteil der dominanten Bakterien einen höheren Ribosomengehalt aufwies. Dies ist wahr-
scheinlich dadurch bedingt, daß es mit zunehmender Nähe zur Wurzeloberfläche zu einer Er-
höhung des Nährstoffangebotes durch die Wurzelexsudate kommt (Lynch, 1990), was zu einer
höheren physiologischen Aktivität der Bakterien führen könnte (van Elsas et al., 1998). Allerdings
ist zu beachten, daß ein hoher Ribosomengehalt nicht immer auf eine hohe physiologische Aktivität
zurückzuführen ist, da verschiedene Bakterien bei einer vergleichbar hohen Aktivität einen unter-
schiedlichen Ribosomengehalt aufweisen können (Flärdh et al., 1992; Fegatella et al., 1998).
Duarte et al. (1998) vermuten, daß beide Phänomene eine Rolle spielen, deren Ausmaß bei den
verschiedenen bakteriellen Gruppen unterschiedlich groß ist. Die Autoren konnten allerdings
zeigen, daß Unterscheide in rRNA und rDNA generierten DGGE-Banden durchaus durch Unter-
schiede in der Aktivität der Bakterien bedingt sind. So zeigten fluoreszierende Pseudomonaden
bedingt durch die Zugabe von Nährstoffen eine erhöhte Aktivität, die sich durch eine Intensitäts-
zunahme der rRNA-Bande im Vergleich zu der DNA-DGGE-Bande äußerte.
Neben der Darstellung der bakteriellen Gemeinschaften in den verschiedenen Habitaten wurde in
dieser Arbeit zudem das Ausmaß der Veränderungen bakterieller Gemeinschaften durch anthropo-
gene (Inokulation mit S. meliloti L33) und natürliche Faktoren untersucht (Kap. 3.6.3; 3.6.4). Wie
mehrfach beschrieben wurde, wird die Selektion einer spezifischen bakteriellen Gemeinschaft in
der Rhizophäre/Rhizoplane von einer Vielzahl von Umweltfaktoren beeinflußt (Übersicht bei
Lynch, 1990), wobei hier drei Faktoren verglichen wurden, die einen maßgeblichen Einfluß haben:
I) die Art der Pflanze, die durch Wurzelexsudation die wichtigste Energie- und Kohlenstoffquelle
für heterotrophe Mikroorganismen in diesem Habitat darstellt;
II) der Bodentyp, der je nach Charakteristikum und Herkunft ein unterschiedliches Reservoir von
Mikroorganismen aufweist;
III) die Pflanzenentwicklung, da sich in Abhängigkeit des Alters der Pflanze die Wurzelexsudation
ändert.
Um Veränderungen der bakteriellen Populationen durch diese Faktoren zu vergleichen, wurden
Clusteranalysen von TGGE-Mustern durchgeführt. Hierdurch war es möglich, das Ausmaß der
Beeinflussung der Gemeinschaft durch eine Inokulation mit S. meliloti L 33 in Relation zu der na-
türlichen Variabilität darzustellen.
Der Vergleich der RNA-TGGE-Muster (Abb. 23, 30) ergab, daß in der Bodenfraktion der Boden-
typ den größten Einfluß auf die bakterielle Gemeinschaft hatte. Übereinstimmend hierzu wurde von
Griffiths et al. (1996) das Vorkommen unterschiedlicher bakterieller Populationen in Abhängigkeit
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vom Bodentyp beschrieben.
In der Rhizosphäre war dagegen der Einfluß der Pflanze gegenüber dem Boden größer, noch
stärker war der Einfluß der Pflanze in der Rhizoplanefraktion nachzuweisen. Sowohl an Roggen-
pflanzen als auch an den näher mit Luzerne verwandten Pflanzen Bohne und Klee wurde in diesen
Habitaten jeweils eine offensichtlich andersartige bakterielle Gemeinschaft selektiert. Ähnliche
Ergebnisse beschrieben Germida et al. (1998), die anhand von kultivierungsabhängigen Diver-
sitätsuntersuchungen die bakteriellen Gemeinschaften der Rhizosphäre von Raps und Weizen in
Böden verschiedener klimatischer Zonen untersuchten, wobei die Pflanzenart den größten Einfluß
auf die Diversität hatte, gefolgt vom Bodentyp. Ebenso konnten Westover et al. (1997) deutliche
Unterschiede in den kultivierbaren Rhizosphärepopulationen verschiedener Pflanzengesellschaften
nachweisen, die auf die unterschiedlichen Pflanzen zurückgeführt wurden. Im Gegensatz dazu
zeigen andere Studien, daß durchaus der Bodentyp einen größeren Einfluß auf die bakterielle
Rhizosphärenpopulation haben kann, wie z.B. auf die Pseudomonadenpopulation in der
Rhizosphäre von Flachs und Tomate (Latour et al., 1996). Desgleichen beschrieben Bachman &
Kinzel (1992) den Boden als den entscheidenden Faktor bei der Untersuchung von sechs ver-
schiedenen Pflanzen in vier unterschiedlichen Böden. Vermutlich sind diese unterschiedlichen
Ergebnisse dadurch bedingt, daß verschiedene Pflanzen untersucht wurden, und zudem unter-
schiedliche Methoden zur Charakterisierung angewandt wurden. Zusätzlich erschwerend für den
Vergleich der Ergebnisse ist, daß die Habitate Rhizosphäre und Rhizoplane in den verschiedenen
Studien unterschiedlich definiert wurden, je nachdem, welche Methode zur Aufarbeitung gewählt
wurde.
In dieser Arbeit konnte gezeigt werden, daß der Einfluß des Bodentyps in einem Gradienten vom
Boden zur Rhizoplane abnahm, während der Einfluß der Pflanzen zunahm, wobei aber auch in den
stärker mit den Wurzeln assoziierten Habitaten der Einfluß des Bodens noch aufzuzeigen war.
Ebenso war in der Bodenfraktion der Einfluß der Pflanzen deutlich nachweisbar. Dabei muß aller-
dings berücksichtigt werden, daß feine Wurzelhaare bei der Entnahme des Bodens aus den Mikro-
kosmen nicht immer vollständig abgetrennt werden konnten, was eventuell den Einfluß des Faktors
Pflanze in der Bodenfraktion fälschlicherweise verstärkt haben könnte.
Obwohl hier offensichtlich je nach Habitat die verschiedenen Faktoren unterschiedlich starke Aus-
wirkungen auf die bakterielle Gemeinschaften haben, ist zu beachten, daß vielfältige Interaktionen
zwischen Boden, Pflanze und mikrobieller Populationen bekannt sind, die eine Differenzierung
zwischen den einzelnen Faktoren schwierig machen. So haben abiotische Faktoren, wie Tempera-
tur, Feuchtigkeit und Bodenparameter, wie Bodenstruktur, pH-Wert oder Tonanteil, Einfluß auf
bestimmte mikrobielle Populationen und das Pflanzenwachstum (Stacey, 1985; Turco & Bezdicek,
1987; Höper et al., 1995; Mendes & Bottomley, 1998). Ebenso kann die Bodenstruktur an sich, die
wiederum von dem Vorkommen und der Art der Pflanze beeinflußt wird, Auswirkungen auf die
Wurzelexsudation haben (Boeuf-Tremblay et al., 1995). Zudem kann die Verfügbarkeit von
Wurzelexsudaten für Mikroorganismen je nach Pflanzenwachstum (Tate, 1995) und Bodentyp
verändert sein. So können Aminosäuren und Peptide je nach Tongehalt in unterschiedlichem Aus-
maß adsorbiert werden (Dashman & Stotzky, 1982; 1984), so daß deren Verfügbarkeit abnimmt
(Gerard & Stotzky, 1973). Andererseits können aber auch Mikroorganismen die Quantität (Rovira
& Ridge, 1973; Meharg & Killham, 1995) und Zusammensetzung der Wurzelexsudate (Mozafar et
al., 1992), ebenso wie das Pflanzenwachstum (Bever, 1994) beeinflussen.
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Die zeitliche Variabilität der bakteriellen Gemeinschaft im Verlauf des Pflanzenwachstums war
relativ gering. Obwohl sich anhand der Clusteranalysen (Abb. 30) in der Rhizosphäre und
Rhizoplane eine Veränderung in den Mustern nach 2 Wochen, nach 4 und 6 Wochen sowie nach 8
bzw. 10 Wochen aufzeigen ließ, war diese zeitliche Variabilität gegenüber den Veränderungen in
der bakteriellen Gemeinschaft durch die Faktoren Boden und Pflanze deutlich geringer. In allen
Habitaten zeigten die TGGE-Muster bei den unterschiedlichen Wachstumsphasen der Luzerne eine
hohe Ähnlichkeit, was auf das Vorkommen von mehreren dominanten Gruppen hindeutet, die rela-
tiv stabil in der zeitlichen Entwicklung auftraten. Insgesamt war die zeitliche Sukzession noch am
ehesten in den näher mit der Pflanzenwurzel assoziierten Bakteriengemeinschaften aufzuzeigen, im
Gegensatz zum Boden. Ebenso beschrieben Mahaffe & Klöpper (1997) anhand von FAME-
Analysen von Isolaten, daß sich im Verlauf der Wachstumsphase von Gurkenpflanzen die
bakterielle Diversität im Boden kaum änderte, wogegen sie in der Rhizosphäre anzusteigen schien.
Da sich die Quantität und Zusammensetzung von Wurzelexsudaten während der Pflanzenent-
wicklung ändern und auch in alten und jungen Teilen des Wurzelsystems unterschiedlich sein kann
(Hale et al., 1978; Vancura, 1988; Lynch & Whipps, 1990; Bowen & Rovira, 1991), kann dies zu
der Anreicherung einer bestimmten Mikroflora je nach Entwicklungsstadium der Pflanze und
Wurzelabschnitt führen (Liljeroth et al., 1991). Dies hatte aber offensichtlich nur einen geringen
Effekt auf die dominanten bakteriellen Sequenzen, die hier bei den TGGE-Analysen bei Ver-
wendung universeller Primer erfaßt wurden. Allerdings bedeutet das nicht, daß der Rhizosphäre-
effekt minimal ist. Nicht-dominante Arten können durchaus während der Pflanzenentwicklung eine
unterschiedliche Stimulanz erfahren (Sato & Jiang, 1996; Rooney-Varga et al., 1997; Duineveld et
al., 1998), allerdings wurden bei der hier erfolgten Untersuchung offensichtlich nur wenige Arten
so stark stimuliert, daß ihre veränderte Abundanz detektierbar war.
Die hier gezeigte relativ geringe zeitliche Variabilität stimmt überein mit Befunden von Duineveld
et al. (1998) über die zeitliche Dynamik bakterieller Rhizosphärenpopulationen von Chrysan-
themen anhand von DGGE-Analysen, sowie von Heuer (1998) bei der Untersuchung von
Kartoffelrhizosphären mittels TGGE-Analysen. Auch in diesen Studien, in denen ebenfalls uni-
verselle 16S rDNA-Primer verwendet wurden, zeigten sich sehr stabile Muster während der
Pflanzenentwicklung, wobei nur wenige und zum Teil nur schwache Banden eine zeitliche Varia-
bilität aufwiesen. Insofern zeigten sich auch die dort erfaßten Mitglieder der bakteriellen Gemein-
schaft als relativ stabil, die Effekte der zeitlichen Sukzession waren gegenüber anderen Faktoren
wie Boden- oder Standortfaktoren (Heuer, 1998) nur marginal.
Allerdings ist zu beachten, daß in allen diesen Studien die erste Probenahme nach der Aussaat frü-
hestens nach zwei Wochen erfolgte. Da mehrfach beschrieben wurde, daß die größten Änderungen
an der Wurzeloberfläche hauptsächlich in den ersten 10 Tagen nach Erscheinen der Wurzeln aus
dem Samen auftreten (Fokkema & Schippers, 1986; Übersicht bei Vancura, 1988), ist es möglich,
daß in dieser Zeit eine stärkere Veränderung der bakteriellen Gemeinschaft und somit eine größere
zeitliche Variabilität in Abhängigkeit der pflanzlichen Entwicklung nachzuweisen wäre.
Auswirkungen einer Inokulation mit Sinorhizobium meliloti L 33 waren am deutlichsten in der
Rhizoplanefraktion aufzuzeigen, allerdings nur in den Wirtspflanzenhabitaten. In den Roggen-
habitaten konnten keine Beeinflussungen nachgewiesen werden.
Hierbei zeigte sich sowohl im STM-Boden als auch im FAL-Boden der Luzernepflanzen der Effekt
einer Inokulation durch Intensitätsänderungen mehrerer TGGE-Banden, im Gegensatz zu den Un-
Diskussion 98
tersuchungen in den kleinen Mikrokosmen, wo nur das Hinzukommen der S. meliloti-Banden in
den inokulierten Ansätzen im FAL-Boden nachzuweisen war (Kap. 3.6.2). Dieses könnte bedingt
sein durch die allgemein höhere Komplexität der Bandenmuster in den Versuchsansätzen, bei
denen die größeren Mikrokosmen verwendet wurden (vgl. Abb. 16 und 21).
Das anhand des Vergleichs der TGGE-Muster ermittelte Ausmaß der Beeinflussung der
bakteriellen Gemeinschaft durch eine Inokulation war abhängig vom Bodentyp. So war der Effekt
einer Inokulation im FAL-Boden – vor allem in der Rhizoplane – stärker ausgeprägt als im STM-
Boden. Dies hing wahrscheinlich mit dem deutlich höheren endogenen Sinorhizobium-Titer im
STM-Boden zusammen (103-104 KBE/gr Boden, Keller et al., 1998), der durch die Anpflanzung
von Luzerne im Jahr vor dem Einsatz in diesem Versuch bedingt war. Auf dem FAL-Boden
wurden dagegen in den letzten fünf Jahren vor dem Versuchsbeginn keine Leguminosen angebaut,
so daß hier der endogene Sinorhizobiumtiter sehr gering war (kleiner als 102 KBE/gr Boden, Keller
et al., 1998). Trotzdem waren im FAL-Boden noch 48% der Luzernepflanzen noduliert (Tab. 5a),
im STM-Boden allerdings mit 68% ein deutlich höherer Prozentsatz.
Untersuchungen der Zellzahl in der Rhizosphäre am Ende dieses Versuchsansatzes ergaben, daß
die Zellzahl von S. meliloti L33 mit ca. 106 Z/gr Wurzel FG in beiden Böden in derselben Größen-
ordnung lag (Miethling et al., in Druck). Der höhere endogene Sinorhizobium-Titer im STM-Boden
beeinträchtigte somit in dem hier untersuchten Zeitraum nicht das Überleben von S. meliloti L33,
führte aber zu einer stark verringerten Infektion der Luzernewurzeln durch den inokulierten
Stamm: Anhand der Nodulationsuntersuchungen zeigte sich, daß nach einer Inokulation mit S.
meliloti in beiden Bodentypen nahezu alle Pflanzen noduliert waren. Dabei wurden 94% der
Luzerneknöllchen im FAL-Boden durch den inokulierten Stamm induziert, im Gegensatz zu nur
21% im STM-Boden (Miethling et al., in Druck), was auf eine geringe Durchsetzungsfähigkeit des
inokulierten Stammes hinweist. Ebenso wurde mehrfach beschrieben, daß, bedingt durch die Kon-
kurrenz endogener Rhizobien, inokulierte Rhizobium-Stämme nur eine geringe Nodulationsrate
aufwiesen (Dale Noel & Brill, 1980; Hirsch & Spokes, 1988; 1994; Olivares et al., 1993). Dies ist
wahrscheinlich dadurch bedingt, daß die Nischen, die durch die Inokulate besetzt werden könnten,
schon durch gut adaptierte endogene Stämme belegt sind (Stacey, 1985). Ebenso könnten solche
Konkurrenzphänomene dazu führen, daß in Böden mit einem hohen endogenen Sinorhizobium-
Titer Beeinflussungen der bakteriellen Gemeinschaft durch eine Inokulation nur in geringerem
Umfang auftreten. Neben dem Vorkommen einer konkurrenzfähigen endogenen Rhizobium-Popu-
lation kann aber auch der Bodentyp an sich Auswirkungen auf die Interaktionen zwischen endo-
genen und inokulierten Stämmen haben. So beschreibt Amager (1988), daß die Überlebens-
fähigkeit inokulierter Rhizobien und auch die Konkurrenzfähigkeit gegenüber endogenen Bakterien
abhängig ist von dem jeweiligen Bodentyp.
Daß in den Roggenhabitaten keine Beeinflussung durch eine Inokulation aufzeigbar war, ist wahr-
scheinlich dadurch bedingt, daß in diesen Mikrokosmen bis zum Zeitpunkt der Probenahme der
Rhizosphärentiter von S. meliloti L33 in beiden Bodentypen deutlich auf ca. 104 Z/gr Wurzel FG
absank (Miethling et al., in Druck).
Insgesamt war aber die Beeinflussung der dominanten Mitglieder der bakteriellen Gemeinschaft
durch eine Inokulation von S. meliloti L33 im Vergleich zu den anderen untersuchten Faktoren
auch im FAL-Boden relativ gering. Dies zeigte sich anhand der durch die Clusteranalysen darge-
stellten Ähnlichkeiten der TGGE-Muster der Rhizoplane, die mit dem universellen Primerpaar
Diskussion 99
hergestellt wurden (Abb. 31). Im Vergleich zu der Variabilität der bakteriellen Gemeinschaft im
zeitlichen Verlauf der Wirtspflanzenentwicklung führte der Inokulationseffekt nur im FAL-Boden
in ähnlichem Ausmaß zu einer Musterveränderung, wie die durch die zeitliche Sukzession be-
dingten, geringen Verschiebungen in der bakteriellen Gemeinschaft. Dagegen waren in allen
Habitaten die durch die Pflanzenarten oder Bodentypen bedingten Musterveränderungen deutlich
größer, wobei diese Ergebnisse durch andere Untersuchungsmethoden bestätigt werden konnten:
Bei der Untersuchung des Ausmaßes der Beeinflussung durch eine Inokulation mit S. meliloti L 33
(Kap. 3.6.3) wurden die bakteriellen Rhizosphärepopulationen der verschiedenen Versuchs-
varianten von R. Miethling zusätzlich durch die Analyse der Fettsäure-Methylester-Muster
(FAME) und Untersuchung des physiologischen Potentials der Gemeinschaften anhand ihres Ver-
wertungs-Musters in BIOLOG-Mikrotiterplatten charakterisiert. Hierbei zeigte sich in Überein-
stimmung zu den TGGE-Ergebnissen bei beiden Untersuchungsmethoden, daß die Pflanze den
größten Einfluß auf die bakterielle Gemeinschaft hat, gefolgt vom Bodentyp. Ein Inokulations-
effekt konnte anhand der BIOLOG-Untersuchungen allerdings nicht deutlich aufgezeigt werden,
und auch die FAME-Analytik zeigte nur eine begrenzte Sensitivität. Nur in der bakteriellen Ge-
meinschaft der Luzerne im FAL-Boden konnte mit dieser Analyse ein Beimpfungseffekt aufgezeigt
werden, der allerdings sehr gering war (Miethling et al., in Druck).
Wie in den Versuchsansätzen bei der Verwendung kleiner Mikrokosmen war auch bei der Ver-
wendung großer Mikrokosmen die Reproduzierbarkeit zwischen den aufeinanderfolgenden Jahren
gering. Die TGGE-Muster der Luzerne des ein Jahr später durchgeführten Versuchsansatzes (Kap.
3.6.4) waren zwar untereinander sehr ähnlich, unterschieden sich aber deutlich von denen des vor-
herigen Jahres. Insofern etablierte sich jeweils eine offensichtlich andersartige bakterielle Gemein-
schaft in den verschiedenen Versuchsansätzen, wobei die hierdurch aufgetretenen Musterver-
änderungen deutlich stärker waren, als die durch eine Inokulation hervorgerufenen Veränderungen
(s. Abb. 31).
Daß der Vergleich der TGGE-Muster der Luzerne zwar innerhalb einer Probenahme eine hohe
Reproduzierbarkeit ergab, zwischen den vier verschiedenen Probenahmen (Kap. 3.6) jedoch deut-
liche Musterunterschiede zeigte, ist sehr überraschend. Dies gilt um so mehr, da mehrfach die Se-
lektion einer bestimmten bakteriellen Gemeinschaft an der Wurzel einer Pflanze beschrieben wurde
(Neal et al., 1970, 1973; Lynch, 1990; Germida et al., 1998) und zudem die Luzernepflanzen in
demselben Bodentyp und zumindest in jeweils zwei Versuchsansätzen unter ähnlichen Wachstums-
bedingungen angezogen wurden. Eine Erklärungsmöglichkeit für diese hohe Variabilität zwischen
den verschiedenen Gewächshausversuchen wäre die Hypothese, daß die Rhizosphäre bzw. Rhizo-
plane zwar ein stark selektives Habitat ist, daß aber die bakteriellen Gemeinschaften in diesen
Habitaten eine sehr hohe Diversität aufweisen. Dies könnte dazu führen, daß die entsprechenden
Nischen von mehreren unterschiedlichen Mitgliedern der bakteriellen Gemeinschaft prinzipiell
besiedelt werden können. Welche Bakterien sich letztendlich durchsetzen können, könnte z.B. von
unterschiedlichen Randbedingungen bei der Wurzelbildung abhängen. So wurden die Versuchs-
ansätze jeweils in anderen Gewächshäusern durchgeführt. Außerdem wurde in den beiden Ver-
suchsansätzen, in denen eine Inokulation mit S. meliloti erfolgte (Kap. 3.6.2 und 3.6.3), der Boden
vor der Aussaat längere Zeit gelagert. Selbitschka et al. (1995) vermuten, daß eine längere Lage-
rung des Bodens zu veränderten Bodeneigenschaften führt, die die Überlebensfähigkeit von S.
meliloti Stämmen reduzieren kann. Hierdurch könnte z.B. auch die nur in dem ersten Versuchs-
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ansatz bei Verwendung kleiner Mikrokosmen dominierende Pseudomonas putida-Population be-
einflußt worden sein (Kap. 3.6.1-3.6.2), zumal bekannt ist, daß besonders Bodenfaktoren eine sehr
große Auswirkung auf die Zusammensetzung fluoreszierender Pseudomonadenpopulationen haben
(Latour et al., 1996). Ebenso können Unterschiede in der Bewässerung der Pflanzen in den ver-
schiedenen Gewächshäusern Auswirkungen auf die bakterielle Gemeinschaft haben. Iwasaki et al.
(1994) konnten zeigen, daß der Wassergehalt verschiedener Böden die Population von P. putida
maßgeblich beeinflussen kann. Zudem konnte der Boden nicht exakt von derselben Stelle des Ver-
suchsfeldes entnommen werden, was ebenfalls Auswirkungen auf die bakterielle Flora haben
könnte. Allerdings konnten Schwieger & Tebbe (1998) nur geringfügige Veränderungen in SSCP-
Mustern von Luzernerhizosphären nachweisen, wenn die Pflanzen von verschiedenen Stellen des-
selben Versuchsfeldes untersucht wurden.
Aufgrund der hohen Variabilität der Luzernemuster der verschiedenen Versuchsansätze haben Un-
tersuchungen darüber, welche TGGE-Sequenzen durch eine Inokulation beeinflußt werden, even-
tuell nur eine begrenzte Aussagekraft, da sie nicht unbedingt auf weitere Untersuchungen übertrag-
bar sind. Da zudem häufig Labor- oder Gewächshausergebnisse nicht auf Freilandversuche über-
tragbar sind (Tiedje et al., 1989; Hirsch & Spokes, 1994) bleibt die Frage offen, ob im Freiland die
bakterielle Gemeinschaft der Luzerne in aufeinanderfolgenden Jahren eine größere Stabilität auf-
weist und ob auch hier eine Inokulation von S. meliloti L 33 zu einer Beeinflussung der Gemein-
schaft führt. Deren detaillierte Untersuchung hätte dann sicherlich eine größere Relevanz.
Die Analyse der Rhizoplanefraktionen von Roggen und Luzerne mit dem spezifischen Primer
R1463 ergab erwartungsgemäß, daß auch auf diese Populationen die Art der Pflanze einen sehr
großen Einfluß hatte, gefolgt vom Bodentyp (Abb. 27). Wie bei Verwendung der universellen
Primer konnten auch mit dem Primerpaar F984-GC/R1463 keine Veränderungen in den TGGE-
Mustern der Roggenrhizoplane durch eine Inokulation mit L33 aufgezeigt werden. Allerdings er-
gab sich durch eine Inokulation eine deutliche Beeinflussung der mit diesem Primerpaar erfaßten
Mikroorganismen aus der Luzernerhizoplane im FAL-Bodentyp, jedoch nicht im STM-Bodentyp.
Daß im STM-Bodentyp kein Inokulationseffekt anhand des Vergleichs der TGGE-Muster aufge-
zeigt werden konnte, liegt vermutlich an den oben beschriebenen Konkurrenzphänomenen
zwischen den inokulierten und endogenen Sinorhizobien in diesem Bodentyp.
In den nicht-inokulierten Ansätzen der Luzerne im STM-Boden trat je eine Bande auf (AF4*b,
Abb. 26), die ein identisches Laufverhalten und eine hohe Sequenzähnlichkeit (99,8%) zu S.
meliloti zeigte. Unter der Berücksichtigung, daß die Sequenzzuordnung auf der Einzelstrang-
Analyse einer Partialsequenz beruhte, kann aufgrund dieser nur geringfügigen Sequenzabweichung
zu S. meliloti vermutet werden, daß diese Bande wahrscheinlich aus der im STM-Boden in erhöhter
Anzahl vorkommenden endogenen S. meliloti-Population resultierte. Allerdings konnte keine
Differenzierung zwischen endogenen und inokulierten S. meliloti-Stämmen gemacht werden, da in
der hier vorliegenden Untersuchung nur die Analyse der 16S rRNA erfolgte. Insofern führte eine
Inokulation in diesem Bodentyp nicht zu dem Auftreten einer zusätzlichen, anhand des Laufver-
haltens oder der Sequenz unterscheidbaren Bande; im Gegensatz zum FAL-Bodentyp, wo in den
beeimpften Ansätzen die von dem inokulierten Stamm resultierende Bande aufzuzeigen war. Aller-
dings wurde nur eine Klonsequenz der eluierten Bande 4b aus dem STM-Boden sequenziert, so daß
nicht auszuschließen ist, daß noch weitere Sequenzen zu der Ausprägung dieser Bande beigetragen
haben (s. auch Kap. 4.2.1).
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Aufgrund der Beeinflussung mehrerer Banden des aus der Verwendung des spezifischen Primers
resultierenden reduzierten Bandenmusters der Luzerne im FAL-Boden konnte der Inokulations-
effekt – im Gegensatz zu der Untersuchung mittels universeller Primer – deutlich aufgezeigt
werden (Abb. 27). Obwohl der Inokulationseffekt im Vergleich zum Pflanzenfaktor wesentlich
geringer war, konnte er im Vergleich zu der Beeinflussung durch den Bodentyp in der Rhizoplane
sehr deutlich nachgewiesen werden. Dies deutet darauf hin, daß – im Vergleich zu der Beein-
flussung durch natürliche Faktoren – die mit dem spezifischen Primer erfaßten Sequenzen im FAL-
Boden durch eine Inokulation stärker beeinflußt wurden als die dominanten Sequenzen der
bakteriellen Gemeinschaft.
Die Charakterisierung des aus der Amplifikation mit dem spezifischen Primer resultierenden
Bandenmusters der Luzerne ergab, daß im FAL-Boden zwei Sequenzen mit Verwandtschaft zu
Rhizobium leguminosarum bzw. S. meliloti durch eine Inokulation verdrängt wurden (AF5 und
AF6, Abb. 26). Ebenso konnten auch bei der Verwendung kleiner Mikrokosmen Inokulations-
effekte auf Sinorhizobien-verwandte Sequenzen nachgewiesen werden, die bei der Untersuchung
anhand von universellen Primern nicht aufgezeigt werden konnten (Kap. 3.6.2). Zwei Sequenzen
mit hoher Verwandtschaft zu S. meliloti (AG1 und AG2, Abb. 17) waren in dem nicht-inokulierten
Kontrollansatz nicht nachzuweisen. Da sie jedoch auch nur eine geringe Intensität in den inoku-
lierten Ansätzen aufwiesen, ist die Relevanz dieser Unterschiede wahrscheinlich gering. Deutlicher
allerdings war die Verdrängung einer Sequenz mit Verwandtschaft zu R. leguminosarum (AG3)
nachzuweisen. Ein Vergleich der Partialsequenzen von AG3 und AF5 ergab eine Homologie von
100%. Dieser Befund, daß bei den beiden unabhängigen Versuchsansätzen, in denen die Pflanzen
unter verschiedenen Bedingungen und zu unterschiedlichen Zeiten beprobt wurden, dieselben
Partialsequenzen durch eine Inokulation verdrängt wurden, weist auf einen eher generellen Effekt
hin.
Diese Untersuchungen zeigen, daß durch Verwendung von spezifischen Primern, die das „Beob-
achtungsfenster“ auf die Darstellung bestimmter Gruppen verschiebt, Effekte auch in Gruppen mit
geringerer Dominanz, aber deswegen nicht unbedingt mit geringerer ökologischer Relevanz, nach-
gewiesen werden können. Die geringe Abundanz dieser Sequenzen läßt sich daraus ableiten, daß
diesen Sequenzen nach Eluierung und Amplifikation mit universellen Primern keine dominanten
Banden in den entsprechenden TGGE-Mustern zugeordnet werden konnten, die aus der Verwen-
dung der universellen Primern resultierten (ohne Abbildung). Ebenso konnten Robleto et al. (1998)
durch Verwendung von spezifischen Primern, die gezielt Trifolitoxin-sensitive α-Proteobakterien
erfassen, Auswirkungen einer Inokulation von Trifolitoxin-produzierenden Rhizobien auf die
bakterielle Population anhand von RISA-Analysen aufzeigen, die bei Verwendung von univer-
sellen Primern nicht detektierbar waren.
Zusammenfassend ergibt sich aus der vorliegenden Untersuchung folgende Aussage, wenn die
relative Größe des Effektes auf die bakterielle Gemeinschaft als bedeutender Parameter der Be-
wertung von menschlichen Eingriffen angesehen wird: Die dominanten Mitglieder der bakteriellen
Gemeinschaft des Bodens oder in Pflanzenassoziation wurden durch die Inokulation mit einem –
abgesehen von der gentechnischen Markierung – unveränderten Mitglied der Gemeinschaft in Re-
lation zu ihrer natürlichen Variabilität nur unwesentlich beeinflußt. Bei nahe verwandten Se-
quenzen des Inokulums, die allerdings nur eine geringe Abundanz aufwiesen, konnte jedoch eine
stärkere Beeinflussung aufgezeigt werden.
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Allerdings erfolgten diese Untersuchungen nur nach 6 bzw. 10 Wochen Wachstum der Wirts-
pflanzen, länger andauernde Beeinflussungen wurden nicht untersucht. Insofern ist nicht auszu-
schließen, daß hier nur ein vorübergehender Effekt aufgezeigt wurde und nach längeren Zeit-
räumen keine Veränderungen mehr nachgewiesen werden können, wie auch bei Villadeas et al.
(1996) beschrieben. Die Autoren untersuchten die Auswirkungen der Freisetzung eines hochkom-
petitiven S. meliloti-Stammes auf die gut nodulierenden Stämme der endogenen Sinorhizobium
meliloti Population anhand von ERIC-PCR und IS-Analysen, wobei zwei Jahre nach der Frei-
setzung keine Veränderungen mehr nachgewiesen werden konnten.
Andere Studien, bei denen die Auswirkung einer Freisetzung von gentechnisch veränderten Mikro-
organismen untersucht wurden, ergaben unterschiedliche Auswirkungen auf die mikrobiellen Po-
pulationen. So konnten bei der Inokulation von Stämmen, die ebenfalls nur Markergene enthielten,
wie von Erwinia carotovora ssp. (Orvos et al., 1990) oder P. fluorescens (Kozdrój, 1995) keine
Effekte auf die kultivierbaren bakteriellen Populationen des Bodens nachgewiesen werden. Ebenso
konnten keine Auswirkungen auf die Rhizosphärepopulationen von Zuckerrüben durch eine Ino-
kulation von Pseudomonas sp. anhand von BIOLOG-Analysen (Ellis et al., 1995) und von Gurken
durch eine Freisetzung von P. fluorescens anhand von FAME-Analysen von Isolaten (Mahaffe &
Klöpper, 1997b) aufgezeigt werden.
Nur vorübergehende Veränderungen wurden beschrieben bei der Inokulation eines Antibiotika-
produzierenden P. fluorescens-Stammes in Mikrokosmen mit Gurken (Natsch et al., 1997) und
eines modifizierten Actinomycetenstammes in Böden (Crawford et al., 1993), was jeweils zu einer
verringerten Abundanz der endogenen bakteriellen Population führte; sowie bei einer Inokulation
mit Corynebacterium glutamicum, was zu einer vorübergehenden Abnahme an verwendeten C-
Quellen bei BIOLOG-Analysen des Bodens führte (Vahjen et al., 1995). Ebenfalls konnte nur eine
vorübergehende Verringerung der relativen Häufigkeit von schnellwachsenden Bakterien in der
Rhizosphäre junger Weizenpflanzen nach einer Inokulation mit Markergen-tragenden
Pseudomonas aureofaciens- (De Leij et al., 1994) und P. fluorescens-Zellen (De Leij et al., 1995)
nachgewiesen werden. In der letztgenannten Studie fanden die Autoren in Übereinstimmung zu der
in dieser Arbeit erfolgten Untersuchung an Luzerne ebenfalls eine stärkere Beeinflussung der bak-
teriellen Gemeinschaft an näher an der Wurzeloberfläche assoziierten Habitaten im Vergleich zum
Boden.
Die Freisetzung von gentechnisch veränderten Pseudomonaden in Böden, die sich durch ver-
besserte Abbauleistungen von Schadstoffen auszeichneten, führte ebenfalls nur zu kurzfristigen
Effekten, die sich in einer Erhöhung (Bej et al., 1991) oder Verringerung (Doyle et al., 1991) der
bakteriellen Diversität äußerten. In der letztgenannten Studie führten die von dem GVO gebildeten
Intermediärprodukte bei dem Abbau eines Schadstoffes jedoch zu einer signifikanten und langan-
dauernden Hemmung von Pilzen.
Zusammenfassend traten also mit Ausnahme der letztgenannten Studie Veränderungen in der
mikrobiellen Gemeinschaft, falls sie überhaupt nachweisbar waren, nur kurzfristig innerhalb einer
Vegetationsperiode auf. Zudem konnte mehrfach aufgezeigt werden, daß die Variabilität der
bakteriellen Gemeinschaft in Abhängigkeit von der Wirtspflanzenentwicklung oder von Standort-
faktoren deutlich größer war als die nachgewiesenen Inokulationseffekte (Ellis et al., 1995;
Mahaffe & Klöpper, 1997b; Natsch et al., 1997).
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Übereinstimmend zu diesen hier erfolgten Untersuchungen über die Auswirkung einer Inokulation
auf nahe verwandte Sequenzen von S. meliloti deuten allerdings auch Untersuchungen wie die von
Natsch et al. (1997) und De Leij et al. (1995), bei denen die vorhandene Pseudomonaden-
population durch eingeführte Pseudomonaden reduziert wurde, darauf hin, daß am ehesten eine
Verdrängung von den Bakterien stattfindet, die ähnliche Nischen wie die eingeführten Bakterien
besetzen. Ebenso führte eine Inokulation eines rifambicin-resistenten Pseudomonas-Stammes zwar
nicht zu einer Beeinflussung der kultivierbaren heterotrophen Bakterien, wohl aber zu einer signi-
fikanten Verdrängung von fluoreszierenden Pseudomonaden in der Rhizoplane von Weizen
(Bolton et al., 1991). Bei diesen genannten Studien wurden – wie auch in dieser Arbeit – Bakterien
inokuliert, die sich nur durch die Insertion von Markergenen von den entsprechenden Wildtyp-
Stämmen unterschieden. Stärkere Beeinflussungen der bakteriellen Gemeinschaft sind jedoch zu
erwarten, wenn Stämme mit veränderten physiologischen Eigenschaften, wie z.B. verbesserter
Durchsetzungsfähigkeit oder Nodulationseffizienz freigesetzt werden (Heidenreich, 1999).
Um solche Auswirkungen auf die mikrobielle Gemeinschaft darzustellen, erscheinen Unter-
suchungsmethoden, die wie T-/DGGE oder SSCP einen „genetischen Fingerabdruck“ der mikro-
biellen Gemeinschaft erstellen, im Vergleich zu Methoden, die heute routinemäßig bei der öko-
toxikologischen Bewertung eingesetzt werden, mindestens ebensogut geeignet. Wie in dieser
Arbeit gezeigt wurde, sind nicht nur Beeinflussungen dominanter Bakteriengruppen aufzeigbar,
sondern durch Anwendung spezifischer Primer können auch gezielt Auswirkungen auf bestimmte,
weniger abundante Gruppen untersucht werden. Hierbei zeigte im Vergleich zu der Analyse von
16S rDNA-Fragmenten die Untersuchung von 16S rRNA-Zielsequenzen eine größere Empfind-
lichkeit bei der Darstellung von Veränderungen in der bakteriellen Gemeinschaft. Wie in Kap.
3.6.3 dargestellt ergaben Clusteranalysen von TGGE-Mustern, die aus der Analyse der 16S rDNA
im Vergleich zur 16S rRNA durchgeführt wurden (Abb. 24), daß die durch die Faktoren Pflanze,
Bodentyp und Inokulation hervorgerufen Musterverschiebungen in den DNA-Mustern zwar in
denselben Relationen auftraten, allerdings deutlich geringer ausgeprägt waren.
Wie ebenfalls in dieser Arbeit gezeigt werden konnte, kann die Ähnlichkeit einer Vielzahl von
TGGE-Mustern anhand von Clusteranalysen dargestellt werden, was Rückschlüsse auf das Ausmaß
der Veränderung bakterieller Gemeinschaften durch verschiedene Faktoren zuläßt. Hierdurch ist es
möglich, die Größe der Beeinflussung durch einen Faktor, z.B. einer anthropogen bedingten Stö-
rung, in Relation zu anderen, natürlich vorkommenden Effekten zu setzen und somit ansatzweise
zu bewerten. Wie in Kap. 4.2.1 erläutert, ist hierbei allerdings zu berücksichtigen, daß die mit
dieser Methode dargestellte Diversität sehr eingeschränkt sein kann und somit nur relative Ände-
rungen in der bakteriellen Gemeinschaft erfaßt werden können. Trotzdem konnte in jüngster Zeit
gezeigt werden, daß Clusteranalysen von T-/DGGE-Mustern sehr gut geeignet sind, um Verän-
derungen in bakteriellen Gemeinschaften bei der Untersuchung einer großen Probenmenge dar-
zustellen. So untersuchten Duineveld et al. (1998) die saisonale Diversität von Rhizosphäre-
populationen, wobei in dieser Studie die Intensität der Banden allerdings nicht berücksichtigt
wurde. Eichner et al. (1999) ermittelten Auswirkungen von sehr gravierenden Eingriffen, wie einer
Phenolzugabe, auf die bakterielle Gemeinschaft anhand von Clusteranalysen, die deutlich nachzu-
weisen waren. In der hier durchgeführten Untersuchung der bakteriellen Gemeinschaft der Luzerne
konnte aufgezeigt werden, daß auch weniger gravierende Verschiebungen detektierbar sind, wie
der Effekt einer Inokulation von S. meliloti in einem Boden mit einem hohen endogenen
Sinorhizobium-Titer.
Diskussion 104
Bei den derzeitigen, routinemäßig eingesetzten Testverfahren, z.B. bei der Zulassung von Herbizi-
den, werden Variationen genereller Umsatzgrößen der mikrobiellen Gemeinschaft wie CO2-Pro-
duktion und Stickstoffmineralisierung erfaßt, oder stellvertretend die Auswirkung eines Effektes
auf einzelne Bakterien untersucht. Die Erfassung dieser Summenparameter kann zwar Aussagen zu
einer Gesamtbeeinflussung der analysierten Gemeinschaft zulassen, aber keine Fluktuationen
innerhalb der Gemeinschaft aufdecken, so daß die hierbei ermittelten Veränderungen einer Ge-
meinschaft nicht sehr sensitiv und zudem schwer zu extrapolieren sind (Backhaus et al., 1999). Um
allerdings die oben genannten molekularbiologischen Untersuchungsmethoden als gängige Testver-
fahren einsetzen zu können, muß die Standardisierbarkeit dieser Methoden erhöht werden. Zudem
muß die Vergleichbarkeit der mit diesen Methoden erhaltenen Ergebnisse mit denen gängiger Test-
verfahren aufgezeigt werden. In dieser Arbeit konnte gezeigt werden, daß bei Verwendung univer-
seller Primer das mit der TGGE erhaltene Bandenmuster in ähnlicher Weise die Diversität domi-
nanter Sequenzen repräsentiert, wie sie auch mit anderen molekularbiologischen und mikro-
biologischen Methoden (Analyse von Isolaten und Klonbibliotheken, in situ-Hybridisierungen)
dargestellt werden kann. Zudem führte die Auswertung der Muster anhand von Ähnlichkeits-
dendrogrammen zu vergleichbaren Ergebnissen wie andere Methoden zur Differenzierung
bakterieller Gemeinschaften (FAME und BIOLOG). Ebenso konnten Engelen et al. (1998) schon
beispielhaft die gute Korrelation der mit der TGGE ermittelten Auswirkung von Herbizid-
applikationen auf Bodengemeinschaften zu konventionellen Testverfahren aufzeigen, wobei aller-
dings Dosis-Wirkungsbeziehungen noch nicht untersucht worden sind. Da sowohl Aussagen über
die Größe einer akuten Beeinflussung, als auch über deren zeitlichen Verlauf möglich sind, stellen
diese Methoden eine sinnvolle Ergänzung zu anderen konventionellen und molekularbiologischen
Techniken dar. Zudem bietet die T-/DGGE-Analyse den Vorteil, daß nähere Charakterisierungen
derjenigen Sequenzen, die eine Beeinflussung erfahren, möglich sind.
Nach wie vor bleibt aber auch bei der Anwendung dieser Methoden die Beurteilung der darge-
stellten Veränderungen der bakteriellen Gemeinschaft durch verschiedene Faktoren – z.B. einer
Inokulation – problematisch, da grundsätzlich keine Aussage darüber möglich ist, inwieweit
„wichtige“ oder charakteristische Veränderungen der genetischen Struktur aufgedeckt wurden.
Anhand der mehr als 100jährigen Erfahrungen über Auswirkungen von Inokulationen, bei denen
bisher keinerlei negativen Auswirkungen auf die menschliche und pflanzliche Gesundheit oder
Bodenfruchtbarkeit nachgewiesen werden konnten (Amager et al., 1988; Beringer & Bale, 1988),
läßt sich vermuten, daß auch die in dieser Arbeit aufgezeigten Veränderungen in der bakteriellen
Gemeinschaft keine negativen Auswirkungen haben. Dies gilt um so mehr, da nach den Kriterien
von De Leij et al. (1995) die Inokulation des gentechnisch veränderten Stammes die selben Beein-
flussungen hervorrief wie der nicht veränderte Wildtypstamm (Kap. 3.6.2) und keinerlei Auswir-
kungen auf das Pflanzenwachstum (Kap. 3.6.4) nachzuweisen waren. Allerdings sind auch Aus-
wirkungen einer bakteriellen Inokulation auf andere Mitglieder der mikrobiellen Population mit
anderen ökologischen Nischen, z.B. Pilzen oder auf Mitglieder anderer Trophieebenen beobachtet
worden (Doyle et al., 1991; 1995), die hier nicht untersucht wurden.
Ein inokulierter Stamm muß gegen die endogene Bakterienpopulation konkurrenzfähig sein, um zu
überleben. Dies bedeutet gleichzeitig, daß der inokulierte Stamm – zumindest vorübergehend –
eine in der Regel schon besetzte ökologische Nische okkupieren, und so die entsprechenden endo-
genen Bakterien verdrängen muß (Orvos et al., 1990). Insofern ist wahrscheinlich bei einer Inoku-
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lation eine begrenzte Veränderung der mikrobiellen Gemeinschaft immer zu erwarten. Dabei kann
aber gerade die Verdrängung von endogenen Bakterien ein sehr schwerwiegender Eingriff in das
Ökosystem sein (van Elsas et al., 1998), so daß darauf geachtet werden sollte, daß diese Ver-
änderungen, z.B. durch die Entwicklung von Sicherheitsstämmen, nur vorübergehend sind
(Herrera-Cervera et al., 1997). Tiedje et al. (1989) vermuten zwar, daß natürliche bakterielle Ge-
meinschaften eine sehr hohe funktionelle Redundanz aufweisen, so daß der Austausch einer
Spezies durch natürliche oder gentechnisch veränderte Mikroorganismen nur geringe Auswir-
kungen hat. Allerdings ist anzunehmen, daß in intensiv genutzten Ökosystemen, wie in der Land-
wirtschaft, die Diversität abnimmt und so eine Inokulation größere Auswirkungen haben könnte
(Fredrickson & Hagedorn, 1992; Kozdrój, 1995).
Grundsätzlich stellt sich die Frage, ob die anhand von Begleitforschungen detektierbaren Auswir-
kungen auf die mikrobielle Gemeinschaft auch ökologisch relevant sind (Doyle et al., 1995) und
bis zu welchem Ausmaß Veränderungen in der mikrobiellen Gemeinschaft tolerierbar sind, so daß
anhaltende oder aus menschlicher Sicht negative Effekte auf das Ökosystem vermieden werden
können. Aufgrund des geringen Verständnisses über das Ökosystem Boden und der vielfältigen
Interaktionen der Bodenorganismen untereinander sind diese Fragen derzeit nur schwer zu beant-
worten, zumal trotz erheblicher Fortschritte in der Entwicklung von Methoden zur Untersuchung
der Diversität wahrscheinlich nur ein Teil der Beeinflussungen detektiert wurde und derzeit prinzi-
piell detektierbar ist (Doyle et al., 1995). Insofern kann eine Bewertung der aufgezeigten Effekte
nur sehr eingeschränkt erfolgen, so daß auch weiterhin ein verbessertes Verständnis über die
Struktur und Funktion der mikrobiellen Gemeinschaften dringend erforderlich ist.
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5. Zusammenfassung
In der vorliegenden Arbeit wurden Veränderungen der bakteriellen Gemeinschaft der Luzerne
durch natürliche und induzierte Faktoren in Gewächshausversuchen untersucht. Anlaß hierfür war
die Frage nach dem Ausmaß der Beeinflussung der bakteriellen Gemeinschaft durch eine Inokula-
tion mit dem Sinorhizobium meliloti-Wildtypstamm 2011 und dem gentechnisch veränderten
Stamm L33, der sich nur durch eine luc-Markierung von dem Wildtypstamm unterscheidet.
Die Analysen erfolgten anhand der Auftrennung amplifizierter DNA- und RNA-Fragmente der
Habitate Boden, Rhizosphäre und Rhizoplane durch die TGGE. Hierzu wurde ein Protokoll modifi-
ziert, das sowohl die parallele Extraktion als auch die Amplifikation von 16S rDNA- und rRNA-
Sequenzen aus verschiedenen Bodentypen ermöglichte, um durch den Vergleich der daraus resul-
tierenden TGGE-Bandenmuster Rückschlüsse auf Veränderungen in der zahlenmäßigen Dominanz
und Aktivität einzelner Mitglieder der bakteriellen Gemeinschaft zu ziehen.
Die Untersuchung der bakteriellen Populationen der Luzerne, schwerpunktmäßig der Rhizoplane,
erfolgte in Rahmen eines Verbundprojektes in einem polyphasischen Ansatz. Dadurch war es
möglich, die bakteriellen Gemeinschaften umfassend zu beschreiben und die Ergebnisse der ver-
schiedenen Methoden mit denen der TGGE zu vergleichen. Hierzu wurden Methoden zur Banden-
elution aus TGGE-Mustern und zur Southern-Blot-Hybridisierung weiterentwickelt und etabliert,
die sowohl die Charakterisierung des Bandenmusters ermöglichten, als auch die Zuordnung von
Isolaten oder Klonen zu einzelnen TGGE-Banden anhand von V6-Sonden erlaubten.
Insgesamt stimmten die mit den verschiedenen Methoden erhaltenen Ergebnisse gut überein, so
daß davon ausgegangen werden kann, daß die mit der TGGE erzeugten Muster bei Verwendung
universeller Primer – trotz vielfältiger Limitierungen – die Diversität der dominanten Sequenzen
einer bakteriellen Gemeinschaft reflektieren können. Die im ersten Untersuchungsjahr detektierte
Dominanz von P. putida und der Rubrivivax gelatinosus-Gruppe in der Luzernerhizoplane konnte
im nachfolgenden Jahr nicht mehr aufgezeigt werden. In Übereinstimmung zu den Ergebnissen der
Projektpartner führte die hier erfolgte Inokulation mit S. meliloti WT 2011 und L33 bei TGGE-
Untersuchungen anhand von universellen Primern zu einer sehr starken Dominanz der inokulierten
Stämme in der Rhizoplanefraktion. Daneben konnten keine weiteren Veränderungen aufgezeigt
werden. Die durch die Inokulation mit dem Stamm L 33 und dem Wildtypstamm 2011 bedingten
Beeinflussungen in der bakteriellen Gemeinschaft waren identisch, so daß durch die gentechnische
Veränderung an sich kein Effekt aufgezeigt werden konnte.
Bei dem TGGE-Mustervergleich der Habitate Boden, Rhizosphäre und Rhizoplane zeigte sich eine
deutliche Veränderung der bakteriellen Gemeinschaften vom Boden zur Rhizoplane bei allen in
dieser Arbeit untersuchten Pflanzenarten. Der Vergleich der aus der Amplifikation der RNA re-
sultierenden TGGE-Muster mit denen aus der DNA in den verschiedenen Habitaten ergab zudem,
daß sich die Muster in einem Gradienten vom Boden zur Rhizoplane immer stärker ähnelten. Dies
deutet darauf hin, daß im Gegensatz zur Rhizoplane im Boden nur sehr wenige Bakterien mit
einem hohen Ribosomengehalt auch zahlenmäßig dominierten.
Um das Ausmaß von Veränderungen in den bakteriellen Gemeinschaften darzustellen, wurden in
dieser Arbeit TGGE-Muster verglichen. Hierzu wurde eine Methode zur Bildauswertung von
TGGE-Mustern etabliert, die es ermöglichte, eine Vielzahl von Proben zu vergleichen. Die relative
Ähnlichkeit der Bandenmuster wurde unter Berücksichtigung der Anzahl, des Laufverhaltens und
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der Intensität der Banden in Form einer Clusteranalyse dargestellt. Die bei der Interpretation der
Dendrogramme auftretenden Limitierungen wurden ausführlich diskutiert. Das Potential dieser
Clusteranalysen konnte in einer anderen Zusammenarbeit bestätigt werden, bei der weitere
„Community-level“ Untersuchungen (FAME und BIOLOG) hierzu qualitativ gute Über-
einstimmungen zeigten. Bei diesen Untersuchungen wurde der Einfluß einer Inokulation von S.
meliloti L33 auf die bakteriellen Gemeinschaften von Luzerne und Roggen in größeren Mikro-
kosmen untersucht, wobei nur in den Wirtspflanzenhabitaten eine Beeinflussung der bakteriellen
Gemeinschaft nachzuweisen war. Um das Ausmaß der Beeinflussung darstellen zu können, wurden
vergleichend hierzu die Veränderungen in den bakteriellen Gemeinschaften durch natürliche
Faktoren, wie die zeitliche Sukzession in Abhängigkeit von der Wirtspflanzenentwicklung und
Beeinflussungen durch Bodentyp und Pflanzenart untersucht. Es zeigte sich, daß die Auswirkungen
der verschiedenen Faktoren zu stärkeren Veränderungen in den daraus resultierenden RNA-
Mustern als in den DNA-Mustern führten. Insofern wies der Vergleich der RNA-Muster gegenüber
den DNA-Mustern eine größere Sensitivität auf.
Der Vergleich der RNA-Muster ergab, daß in einem Gradienten vom Boden zur Rhizoplane der
Einfluß der Pflanze zunahm, während der Einfluß des Bodens immer geringer wurde. Gegenüber
diesen Faktoren war die Veränderung in der bakteriellen Gemeinschaft durch eine Inokulation mit
dem Stamm L33 in den Luzernehabitaten nur sehr gering ausgeprägt, wobei das Ausmaß der Be-
einflussung vom Bodentyp abhängig war. In dem Boden mit einem erhöhten endogenen Sino-
rhizobium-Titer waren, wahrscheinlich aufgrund von Konkurrenzphänomenen, Auswirkungen der
Inokulation mit L 33 auf die bakterielle Gemeinschaft geringer ausgeprägt. Die zeitliche Variabili-
tät der bakteriellen Gemeinschaft in Abhängigkeit von der Wirtspflanzenentwicklung war relativ
gering. Die Bandenmuster zeigten eine hohe Ähnlichkeit, wobei die Veränderungen ungefähr in der
gleichen Größenordnung lagen, wie die durch eine Inokulation mit L33 bedingten Veränderungen
im Bandenmuster.
Um zu ermitteln, ob eine Inokulation nahe verwandte Sequenzen beeinflußte, wurde ein Primer für
TGGE-Anwendungen entwickelt, der selektiv Sinorhizobium meliloti-verwandte Sequenzen,
hauptsächlich aus der Rhizobium-Agrobacterium Gruppe der α-Proteobakterien, erfaßt. Hierdurch
war es möglich, diese Sequenzen auch dann noch selektiv zu amplifizieren, wenn sie in der bakte-
riellen Gemeinschaft nicht dominierten. Bei der Untersuchung der Rhizoplanefraktion zeigte sich,
daß in dem Bodentyp, in dem nur eine geringe endogene Sinorhizobium-Population vorhanden war,
die mit diesem Primer erfaßten Sequenzen im Vergleich zu der Beeinflussung durch natürliche
Faktoren sehr viel stärker durch eine Inokulation beeinflußt wurden als die dominanten Mitglieder
der bakteriellen Gemeinschaft. Obwohl bei den unterschiedlichen Versuchsansätzen - die in
verschiedenen Gewächshäusern erfolgten - die Musterreproduktion bei Verwendung universeller
Primer nur sehr gering war, konnte anhand des spezifischen Primers gezeigt werden, daß in den
unterschiedlichen Ansätzen jeweils eine zu R. leguminosarum verwandte Sequenz durch die
Inokulation mit S. meliloti verdrängt wurde. Dies weist auf einen eher generellen Effekt hin.
Aufgrund des geringen Verständnisses über die Struktur und Funktion der Mikroorganismen in
diesen Habitaten ist allerdings derzeit nur schwer zu bewerten, ob die hier aufgezeigten Beeinflus-
sungen der bakteriellen Gemeinschaft durch eine Inokulation, vor allem bei nahe verwandten Se-
quenzen, auch ökologisch relevant sind.
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7. Anhang
Partialsequenzen der eluierten TGGE-Banden
a1:
CAGGCCTTGACATGCAGAGAACTTTCCAGnGATGGATTGGTGCCTTCGGGAACTCTGACACAGG
TGCTGCATGGCTGTCGTCAGCTCGTGTCGTGAGATGTTGGATTAACACGTAATGGTGGGCACTC
TAAGGAGACTGCCGGTGACAAACCGGAGGAAGGTGGGGATGACGTCAAGTCATCATGGCCCTT
ACGGCCTGGGCTACACACGTGCTACAATGGTCGGTACAGAGGGTTGCCAAGCCGCGAGGTGGA
GCTAATCTCACAAAACCGATCGTAGTCCGGATCGCAGTCTGCAACTCGACTGCG
a3:
CAGGCCTTGACATGCAGAGAACTTTCCAGAGATGGATTGGTGCCTTCGGGAACTCTGACACAGG
TGCTGCATGGCTGTCGTCAGCTCGTGTCGTGAGATGTTGNNTTAATCCCCACTGCCGGTGACAA
ACCGGAGGAAGGTGGGGATGACGTCAAGTCATCATGGCCCTTACGGCCTGGGCTACACACGTG
CTACAATGGTCGGTACAGAGGGTTGCCAAGCCGCGAGGTGGAGCTAATCTCACAAAACCGATC
GTAGTCCGGATCACAGTCTGCAACTCGACTGCG
a4:
CCAGGCCUUGACAUGCAGAGAACUUUCCAGAGAUGGAUUGGUGCCUUCGGGAACUCUGACAC
AGGUGCUGCAUGGCUGUCGUCAGCUCGUGUCGUGAGAUGUUGGGUUAAGUCCCGUAACGAG
CGCAACCCUUGUCCUUAGUUACCAGCACGUAAUGGUGGGCACUCUAAGGAGACUGCCGGUGA
CAAACCGGAGGAAGGUGGGGAUGACGUCAAGUCAUCAUGGCCCUUACGGCCUGGGCUACACA
CGUGCUACAAUGGUCGGUACAGAGGGUUGCCAAGCCGCGAGGUGGAGCUAAUCUCACAAAA
CCGAUCGUAGUCCGGAUCGCAGUCUGCAACUCGACUGCG
2a4:
UACCCUUGACAUGGAUGGAAUCCCGGAGAGAUUUGGGAGUGCCCGAAAGGGAACCAUCACA
CAGGUGCUGCAUGGCUGUCGUCAGCUCGUGUCGUGAGAUGUUGGGUUAAGUCCCGCAACGA
GCGCAACCCUUGUCAUUAGUUGCUACGAAAGGGCACUCUAAUGAGACUGCCGGUGACAAACC
GGAGGAAGGUGGGGAUGACGUCAAGUCCUCAUGGCCCUUAUGGGUAGGGCUUCACACGUCA
UACAAUGGUACAUACAGAGCGCCGCCAACCCGUGAGGGGGAGCUAAUCGCAGAAAGUGUAU
CGUAGUCCGGAUUGUAGUCUGCAACUCGACUGCA
2a7:
ACUGCCGGUGUAACCGGAGGAAGGUGGGGAUGACGUCAAGUCCUCAUGGCCCUUACGGGGU
GGGCUACACACGUGCUACAAUGGCGACUACAGAGGGUUGCCAAGCCGCGAGGUGGAGCUAA
UCUCACAAAACCGAUCGUAGUCCGGAUCGCAGUCUGCAACUCGACUGCGUGAAGUCGGAAUC
GCUAGUAAUCGCGAAUCAGAAUGUCGCGGUGAAUACGUUCCCGGGCCUUGUACACACCGCCC
GUCACACCAUGGGAGUGGGUUGCACCAGAAGUAGCUAGUCUAACCUUCGGGGGGACGGUUA
CCACGGUGUGAUUCAUGACUGGGG
2a13:
CAGGCCUUGACAUGCAGAGAACUUUCCAGAGAUGGAUUGGUACCUUCGGGAACUCUGACAC
AGGUGCUGCAUGGCUGUCGUCAGCUCGUGUCGUGAGAUGUUGGGUUAAGUCCCGUAACGAG
CACAACCCUUGUCCUUAGUUACCAGCACGUAAUGGUGGGCACUCUAAGGAGACUGCCGGUGA
CAAACCGGAGGAAGGUGAGGAUGACGUCAAGUCAUCAUGGgCCUUACGGCCUGGGCUACACA
CGUGCUACAAUGGUCGGUACAGAGGGUUGCCAAGCCGCGAGGUGGAGCUAAUCUCACAAAA
CCGAUCGUAGUCCGGAUCGCAGUCUGCAACUCGACUGCG
2a14:
ACAGGUGCUGCAUGGCUGUCGUCAGCUCGUGUCGUGAGAUGUUGGGUUAAGUCCCGCAACG
AGCGCAACCCUCGUCCUUAGUUGCCAUCAUUCAGUUGGGCACUCUAAGGAAACCGCCGGUGA
UAAGCCGGAGGAAGGUGGGGAUGACGUCAAGUCCUCAUGGCCCUUACACGCUGGGCUACACA
CGUGCUACAAUGGCGGUGACAGUGAGCAGCUAACUCGCGAGAGUAUGCUAAUCUCCAAAAG
CCGUCUCAGUUCGGAUUGUUCUCUGCAA
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2a15:
CUACCCUUGACAUGUCUGGAAUCCUGAAGAGAUUUGGGAGUGCUCGAAAGAGAGCCAGAAC
ACAGGUGCUGCAUGGCCGUCGUCAGCUCGUGUCGUGAGAUGUUGGGUUAAGUCCCGCAACG
AGCGCAACCCUUGUCAUUAGUUGCUACGAAAGGGCACUCUAAUGAGACUGCCGGUGACAAAC
CGGAGGAAGGUGGGGAUGACGUCAGGUCAUCAUGGCCCUUAUGGGUAGGGCUACACACGUC
AUACAAUGGCCGGGACAGAGGGCUGCCAACCCGCGAGGGGGAGCUAAUCCCAGAAACCCGGU
CGUAGUCCGGAUCGUAGUCUGCAACUCGACUGCG
2b8:
CAGGUGCUGCAUGGCCGUCGUCAGCUCGUGUCGUGAGAUGUUGGGUUAAGUCCCGCAACGA
GCGCAACCCUGCCAUUAGUUGCCAUCAUUAAGUUGGGCACUCUAGUGGGACUGCCGGUGAUA
AGCCGGAGGAAGGUGGGGAUGACGUCAAGUCAUCAUGGCCCUUACGGGCUGGGCUACACAC
GUGCUACAAUGGCGGUGACAAUGGGCAGCCACUCCGCGAGGGGAGCUAAUCCCAAAAAGCCG
UCUCAGUUCGGAUUGUUCUCUGCAACUCGA
2b12:
CCACCUUUGACAUGUACGGAAGUUACCAGAGAUGGUUUCGUGCUCGAAAGAGAACCGUAAC
ACAGGUGCUGCAUGGCUGUCGUCAGCUCGUGUCGUGAGAUGUUGGGUUAAGUCCCGCAACG
AGCGCAACCCUUGUCAUUAGUUGCUACGAAAGGGCACUCUAAUGAGACUGCCGGUGACAAAC
CGGAGGAAGGUGGGGAUGACGUCAAGUCCUCAUGGCCCUUAUAGGUGGGGCUACACACGUC
AUACAAUGGCUGGUACAGAGGGUUGCCAACCCGCGAGGGGGAGCUAAUCCCAUAAAACCAG
UCGUAGUCCGGAUCGCAGUCUGCAACUCGACUGCGG
5a1:
UGCUCGAAAGAGAACCAUCACACAGGUGCUGCAUGGCUGUCGUCAGCUCGUGUCGUGAGAU
GUUGGGUUAAGUCCCGCAACGAGCGCAACCCUUGUCAUUAGUUGCUACGAAAGGGCACUCUA
AUGAGACUGCCGGUGACAAACCGGAGAAGGUGGGGAUGACGUCAAGUCCUCAUGGCCCUUA
UGGGUAGGGCUUCACACGUCAUACAAUGGUACAUACAGAGCGCCGCCAACCCGCGAGGGGAG
CUAAUCGCAAAAGUGUAUCGUAGUCCGGAUUGUAGUCUGCAACUCGACUGCA
AF1:
CAGCCCTTGACATGCCCGGCTAGCTACAGAGATGTAGTGTTCCCTTCGGGGACCGGGACACAGG
TGCTGCATGGCTGTCGTCAGCucgTGTCGTGAGAtGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCGCAACC
CTCGCCCTTAGTTGCCAGCATTCAGTTGGGCACTCTAAGGGGACTGCCGGTGATAAnccGAGAGG
AAGGTGGGGATGACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACGGGCTGGGCTACACACGTGCTACAATGG
TGGTGACAGTGGGCAGCGAGACAGCGATGTCGAGCTAATCTCCAAAAGCCATCTCAGTTCGGA
TTGCACTCTGCAACTCGAGTGCATGAAGTTGGAATCGCTAGTAATCGCGGATCAGCATGCTGCG
GTGAATACGTTCCCGGaCCTTGTACACACCGCCCGTcACACCATGGGAGTTGGTTTTACCCGAAG
TAGTGTGCTAACCGCAAGGAGGCAGCT
AF2:
CAGCCCTTGACATCCCGATCGCGGTTACCAGAGATCGTATCCTTcAGTTCGGCTGGaTcGGAgAC
AGGTGCTGCATGACTGTcGTCAGCTCGTRTCGTGAGAtGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCGCA
ACCCTCGCCCTTAGTTGCCATCATTCAGTTGGGCACTCTAAGGGGACTGCCGGTGATAAaccgAG
AGGAAGGTGGGGATGACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACGGGCTGGGCTAcAcACGTGCTACAA
TGGTGGTGACAGTgGGCAGCGAGACCGCGAGGTCGASSTAATcTCCAAAAGCCATCTCAGTTCG
GATTGCACTCTGCAACTCGAGTGCATGAAGTTGGAATCGCTAGTAATCGTGGATCAGAATGCCA
CGGTGAATACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTCACACCATGGGAGTTGGTTTTaCCCGA
aGTGCTGTGCTAACCGCAAGGAGGCAGGC
AF3:
CAGCCCTTGACATCCCGATCGCGGTTACCGGAGACGGTATCCTTCAGTTAGGCTGGATCGGTGA
CAGGtGCTGCATGGCTGTCGTCAGCucgTGTCGTGAGAWGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCGC
AACCCTCGCCCTTAGTTGCCAGCATTCAGTTGGGCACTCTAAGGGGACTGCCGGTGATAAaccGA
GAGGAAGGTGGGGATGACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACGGGCTGGGCTACACACGTGCTAC
AATGGTGGTGACAGTGGGCAGCGAGACCGCGAGGtcgaSSTAATCTCCAAAAGCCATCTCAGTTC
GGATTGCACTCTGCAACTCGAGTGCATGAAGTTGGAATCGCTAGTAATCGCAGATCAGCATGCT
GCGGTGAATACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTCACACCATGGGAGTTGGTTTTACCC
GAAGTAGTGCGCTAACCGCAAGGAGGCAGCT
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AF4a:
GGCTGGATCGGnGACAGGTGCTGCATGGCTGTCGTCAGCtcGTGTCGTGAGATGTTGGGTTAAGT
CCCGCAACGAGCGCAACCCTCGCCCTTAGTTGCCAGCATTCAGTTGGGCACTCTAAGGGGACTG
CCGGTGATAAGccGAGAGGAAGGTGGGGATnACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACGGGCTGGGC
TACACACGTGCTACAATGGTGGTGACAGTGGGCAGCGAGACCGCGAGGTcGAgCTAATCTCCAA
AAGCCATCTCAGTTCGGATTGCACTCTGCAACTCGAGTGCATGAAGTTGGAATCGCTAGTAATC
GCAGATCAGCATGCTGCGGTGAATACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTCACACCATGG
GAGTTGGTTCTACCCGAAGgTAGTGCGCTAACCGCAAGGAGGCAGCT
AF4b:
CAGCCCTTGACATCCCGATCGCGGATACGAGAGATCGTATCCTTCAGTTCGGCTGGATCGGAGA
CAGGTGCTGCATGGCTGTCGTCAGCucgTGTCGTGAGAuGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCGC
AACCCTCGCCCTTAGTTGCCAGCATTCAGTTGGGCACTCTAAGGGGACTGCCGGTGATAAGccGA
GAGGAAGGTGGGGATGACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACGGGCTGGGCTACACACGTGCTAC
AATGGTGGTGACAGTGGGCAGCGAGACnGCGATGTCGAGCTAATCTCCAAAAGCCATCTCAGTT
CGGATTGCACTCTGCAACTCGAGTGCATGAAGTTGGAATCGCTAGTAATCGCnGATcAGCATGCn
GCGGTGAATACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTCACACCATGGGAGTtGGTTnTACCCG
AAGgTAGTGnGCTAACCGCAAGGAGGCAGCT
AF5:
CAGCCCTTGACATGCCCGGCTACTTGCAGAGATGCAAGGTTCCCTTCGGGGACCGGGACACAGG
TGCTGCATGGCTGTCGTCAGCucgTGTCGTGAGAtGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCGCAACC
CTCGCCCTTAGTTGCCAGCATTCAGTTGGGCACTCTAAGGGGACTGCCGGTGATAARccGAGAG
GAAGGTGGGGATGACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACGGGCTGGGCTACACACGTGCCACAAT
GGTGGTGACAGTGGGCAGCGAGACCGCGAGGtcgASSTAATCTCCAAAAGCCATCTCAGTTCGGA
TTGCACTCTGCAACTCGAGTGCATGAAGTTGGAATCGCTAGTaATCGCAGATCAGCATGCTGCG
GTGAATACGTTCCCGCCTTGTACACACCGCCCGTCACACCATGGGAGTTGGTTTTACCCGAAGT
AGTGCGCTAACCGCAAGGAGGCAGCT
AF6:
CAGCCCTTGACATCCCGATCGCGGATACGAGAGATCGTATCCTTCAGTTCGGCTGGATCGGAGA
CAGGtGCTGCATGGCTGTCGTCAGCucgTGTCGTGAGAtGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCGCA
ACCCTCGCCCTTAGTTGCCAGCATTCAGTTGGGCACTCTAAGGGGACTGCCGGTGATAARccgAG
AGGAAGGTGGGGATGACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACGGGCTGGGCTACACACGTGCTACA
ATGGTGGTGACAGTGGGCAGCGAGACAGCGATGTCGAGCTAATCTCCAAAAGCCATCTCAGTT
CGGATTGCACTCTGCAACTCGAGTGCATGAAGTTGGAATCGCTAGTaATCGCGGATcAGCATGCC
GCGGTGAATACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTCACACCATGGGAGTTGGTTTTACCC
GAAGTAGTGTGCTAACCGCAAGAGGCAGCT
AF7:
CAGCCCTTGAcATCCCGATcGCGGATACGAGADAtcGTATCCTTcAGTTCGGCTKGaTcGGAGAcAG
GtgCTGCATGGCTRTCGTcAGaTcgTGTCGTGARAWGTTGGGTTAAGTcCCGCAACGAGCGCAAcC
CTCGCCCTTAGTTGCCAGCATTtAGTTGGGCACTCTAAGGGGACTGCcGGTGATAAaccgAgAGGA
AGGTGGGGATGACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACGGGCTGGGCTAcAcAcGTGCtAcAATGGTG
GTGAcAGTgGGCAGCGAgAcCGCAAGGtcgacgTAATCTCCAAAAGCCATCTCAGTTCGGATTGCAC
TCTGCAACTCGAGTGCATGAAGTTGGAATCGCTAGTAATCGCAGATcAGCATGCCGCGGTGAAT
ACGTTCCCGGGCCTTGTACAcAccGCCCGTMAcACCATGGGAGTtGGTTCTACCCGAAGTAGTGCG
CtAACCGCAAGAGGCAGCT
AF8:
CAGCCCTTGACATCCCGATCGCGGATACGAGAGATCGTATCCTCAGTTCGGCTGGATCGGAGAC
AGGTGCTGCATGGCTGTCGTCAGcucgTGTCGTGAGAWGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCGCA
ACCCTCGCCCTTAGTTGCCAGCATTCAGTTGGGCACTCTAAGGGGACTGCCGGTGATAARacgAG
AGGAAGGTGGGGATGACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACGGGCTGGGCTACACACGTGCTACA
ATGGTGGTGACAGTGGGCAGCGAGAcAGCGATGTCGAGCTAATCTCCAAAAGCCATCTCAGTTC
GGATTGCACTCTGCAACTCGAGTGCATGAAGTTGGAATCGCTGGTAATCGCGGATCAGCATGCC
GCGGTGAATACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTCACACCATGGGAGTTGGTTTTACCC
GAAGTAGTGTGCTAACCGCAAGGAGGCAGCT
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AF9:
CAGCCCTTGACATGCCCGGCTACTTGCAGAGATGCAAGGtTCCCTTCGGGGACCGGGACACAGG
TGCTGCATGGCTGTCGTCAGCucgTGTCGTGAGAtGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCGCAACC
CTCGCCCTTAGTTGCCAGCATTCAGTTGGGCACTCTAAGGGGACTgCCGGTGATAARccGAGAGG
AAGGTGGGGATGACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACGGGCTGGGCTACACACGTGCTACAATGG
TGGTGACAGTGGGCAGCGAGCaCGCgAGTgTGAGCtAATCtCCAAaagCCATCTCAGTTCGGATTGC
aCTCTGCaACTCGAGTGCATGAaGTTGGAATCGCTAGTMATCgCGGATcAgCATGCCGCGGTGAAT
ACgTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTcACACCATGGGAGTYGGTTTTACCCGAAGTAGTGC
GCtAACCGCAAGGaGGCAGC
AG1:
CAGCCCTTGACATCCCGATCGCGGATACGAGAGATCGTATCCTTCAGTTCGGCTGGATCGGAGA
CAGGTGCTGCATGGCTGTCGTCAGCucgTGTCGTGAGAWGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCG
CAACCCTCGCCCTTAGTTGCCAGCATTCAGTTGGGCACTCTAAGGGGACTGCCGGTGATAARccg
AGAGGAAGGTGGGGATGACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACGGGCTGGGCTACACACGTGCTA
CAATGGTGGTGACAGTGGGCAGCGAGACCGCGAGGtcGASSTAATCTCCAAAAGCCATCTCAGTT
CGGATTGCACTCTGCAACTCGAGTGCATGAAGTTGGAATCGCTAGTAATCACAGATCAGCATGC
TGCGGTGAATACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTCACACCATGGGAGTTGGTTCTACC
CGAAGTAGTGCGCTAACCGCAAGGAGGCAGCT
AG2:
CAGCCCTTGACATCCCGATCGCGGATACGAGAGATCGTATCCTTCAGTTCGGCTGGaTCGGAGA
CAGGtGCTGCATGGCTGTCGTCAGCtcgTGTCGTGAGAtGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCGCA
ACCCTCGCCCTTAGTTGCCAGCaTTCAGTTGGGCACTCTAAGGGGACTGCCGGTGATAARccGCG
AGGAAGGTGGGGATGACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACGGGCTGGGCTACGCACGTGCTACA
ATGGTGATGACAGTgGGCAGCGAGACCGCGAGGtcGaSSTAATCTCCAAAAGCCATCTCAGTTCG
GATTGCACTCTGCAACTCGAGTGCATGAAGTTGGAATCGCTAGTaATCGCAGATcAGCATGCTGC
GGTGAATACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTcACACCATGGGAGTTGGTTCTACCCGA
AGTAGTGCGCTAACCGCAAGAGGCAGCT
AG3:
CAGCCCTTGACATGCCCGGCTACTTGCAGAGATGCAAGGTTCCCTTCGGGGACCGGGACACAGG
TGCTGCATGGCTGTCGTCAGCucgTGTCGTGAGAtGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCGCAACC
CTCGCCCTTAGTTGCCAGCATTCAGTTGGGCACTCTAAGGGGACTGCCGGTGATAARccGAGAG
GAAGGTGGGGATGACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACGGGCTGGGCTACACACGTGCCACAAT
GGTGGTGACAGTGGGCAGCGAGACCGCGAGGtcgASSTAATCTCCAAAAGCCATCTCAGTTCGGA
TTGCACTCTGCAACTCGAGTGCATGAAGTTGGAATCGCTAGTaATCGCAGATCAGCATGCTGCG
GTGAATACGTTCCCGCCTTGTACACACCGCCCGTCACACCATGGGAGTTGGTTTTACCCGAAGT
AGTGCGCTAACCGCAAGGAGGCAGCT
AG4:
CAGCCCTTGAcATCCCGATCGCGGATACGAGAGATCGTATCCTTCAGTTCGGCTGGATCGGAGAc
AGGTGCTGCATGGCTGTCGTCAGCucGTGTCGTGAGATGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCGC
AACCCTCGCCCTTAGTTGCCAGCATTCAGTTGGGCACTCTAAGGGGACTGCCGGTGATAAgccGA
GAGGAAGGTGGGGATGACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACGGGCTGGGCTACACACGTGCTAC
AATGGTGGTGACAGTGGGCAgCGAGACCGCGAGGucgaGCTAATCTCCAAAAGCCATCTCAGTTC
GGATTGCACTCTGCAACTCGAGTGCATGAAGTTGGAATCGCTAGTAATCGCAGATCAGCATGCT
GCGGTGAATACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTcACACCATGGGAGTTGGTTCTACCC
GAAGgTAGTGCGCTAACCGCAAGGAGGCAGCT
AG5:
CAGCCCTTGACATnCCGGTCGCGGACAGTGGAGACATTGTCCTTCAGTTAGGCTGGACCGGACA
CAGGTgCTGCATGGCTGTCGTCAGCucGTGTCGTGAGAuGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCgC
CACCCTCGCCnCTAGTTGCCATCATTCAGTTGGGCACTCTAnnGGGACTGCCGGTGATAAnccGAG
AGGAAGGTGGGGATGACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACGGGCTGGGCTACACACGTGCTACA
ATGGCGGTGACAnTGGGCAGCnAACCCGCGAGGnnGAGCTAATCTCCAAAAGCCaTCTCAGTTCG
GATTGCACTCTGCAACTCGAGTGCATGAAGTTGGAATCGCtAGTAATCGTGGATCAgAACGCCAC
GGTGAATACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTCACACCATGGGAGTTGGTTTTACCCGA
AGTGCTGTGCTAACCGCAAGGAGGCAGGC
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AG6:
CAGCTCTTGACATCCCGATCGCGGACAGTGGAGACATTGTCCTTCAGTTAGGCTGGATCGGTGA
CAGGtGCTGCATGGCTGTCGTCAGCWNRTGTCGTGAGAtGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCG
CAACCCTCGCCCTTAGTTGCCAGCATTCAGTTGGGCACTCTAAGGGGACTGCCGGTGATAAannR
AGAGGAAGGTGGGGATGACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACGGGCTGGGCTACACACGTGCTA
CAATGGTGGTGACAGTGGGCAGCGAGACCGCGAGGtcgASSTAATCTCCAAAAGCCATCTCAGTT
CGGATTGCACTCTGCAACTCGATTGCATGAAGTTGGAATCGCTAGTAATCGCGGATCAGCATGC
CGCGGTGAATACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTCACACCATGGGAGTTGGTTTTACC
CGAAGTAGTGCGCTAACCGCAAgGAGGCAGCT
AG7:
CAGCCCTTGACATGCCCGGCCAGCTACAGAGATGTAGTGTTCCCTTCGGGGACCGGGACACAGG
TGCTGCATGGCTGTCGTCAGCucgTGTCGTGAGAtGTTGGGTTAAGTcCCGCAACGAGCGCAACCC
TCGCCCTTAGTTGCCAGCATTCAGTTGGGCACTCTAAGGGGACTGCCGGTGATAARccGAGAGG
AAGGTGGGGATGACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACGGGCTGGGCTACACACGTGCTAcAATGG
TGGTGACAGTgGGCAGCGAGCACgCGAGTgTGAGCTAATcTCCAAAAGCCATCTCAGTTCGGATT
GCACTCTGCAACTCGAGTGCATGAAGTTGGAATCGCTAGTaATCGCGGATYAGCATGCCGCGGT
GAATACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTcACACCATGGGAGTTGGTTTTAcCCGAAGTA
GTGCGCTAACCGCAAGGAGGCAGCT
AG8:
CAGCCCTTGACATnCGGTCGCGAGnnCCAGAGATGGaTnTCTTCAGTTCGGCTGGACCGAGTACA
GGTGCTGCATGGCTGTCGTCAGcucgTGTCGTGAGAtGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCGCAAC
CCTCGCCCCTAGTTGCCATCATTCAGTTGGGCACTCnAGGGGGACTGCCGGTGATAARccgnGAG
GaAGGTGGGGATGACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACGGGCTGGGCTACACACGTGCTACAATG
GCGGTGACAGTGGGAnGCGGAGGGGTGACCCCGAGCAAATCTCAAAAAGCCnTCTCAGTTCnGA
TTGCACTCTGCAACTCGAGTGCATGAAGGTGGAATCGCTAGTaATCGCAGATcAGCATGCTGCG
GTGAATACGTTCCCGGGCCTTGTACACACCGCCCGTCACACCATGGGAGTTGGTTTTACCCGAA
GTGCTGCGCCAACCGCAAGGAGGCAG
E215:
GUGCUCGAAAGaGAGCCAGAACACAGGUGCUGCAUGGCUGUCGUCAGCUCGUGUCGUGAGAU
GUUGGGUUAAGUCCCGCAACGAGCGCAACCCUnGnUnUUAGUUGCCACCAUUUAGUUGGGCA
CUCUAAUGAGACUGCCGGUGACAAACCGGAGGAAGGUGGGGAUGACGUCAGGUCAUCAUGG
CCCUUAUGGGUAGGGCUACACACGUCAUACAAUGGCUGGUACAGAGGGUUGCCAACCCGCGA
GGgGGAGCUAAUCCCAUAAAACCAGUCGUAGUCCGGAUCGUAGUCUGCAACUCGacUACG
GJ12:
CAGCCCUUGACAUCCCGAUCGCGGAUACGAGAGAUCGUAUCCUUCAGUUCGGCUGGAUCGGA
GACAGGUGCUGCAUGGCUGUCGUCAGCUCGUGUCGUGAGAUGUUGGGUUAAGUCCCGCAAC
GAGCGCAACCCUCGCCCUUAGUUGCCAGCAUUCAGUUGGGCACUCUAAGGGGACUGCCGGUG
AUAAGCCGAGAGGAAGGUGGGGAUGACGUCAAGUCCUCAUGccGUUACGGGCUGGGCUACAC
ACGUGCUACAAUGGUGGUGACAGUGGGCAGCGAGACCGCGAGGUCGAGCUAAUCUCCAAAA
GCCAUCUCAGUUCGGAUUGCACUCUGCAACUCGAGUGCA
R14:
CUAGGUUUGACAUAUACCGGAAAGCUGCAGAGAUGCAGCCCCCGCAAGGUCGGUAUACAGG
UGGUGCAUGGCUGUCGUCAGCUCGUGUCGUGAGAUGUUGGGUUAAGUCCCGCAACGAGCGC
AACCCUCGUCCUAUGUUGCCAGCGGGUAAUGCCGGGGACUCAUAGGAGACUGCCGGGGUCAA
CUCGGAGGAAGGUGGGGAUGACGUCAAGUCAUCAUGCCCCUUAAGUCUAGGGCUUCACGCA
UGCUACAAUGGCUGGUACAAAGGGCUGCAAUACCGCAAGGUGGAGCGAAUCCCAAAAAGCC
AGUCUCAGUUCGGAUUGGGGUCUGCAACUCGACCCCA
R21:
GAAACACGGUGUCCUUCGGGGUCCnnGCACAGGUGGUGCAUGGCUGUCGUCAGCUCGUGUCG
UGAGAUGUUGGGUUAAGUCCCGCAACGAGCGCAACCCUUGUCCUAUGUUGCCAGCGGGUAA
UGCCGGGGACUCGUAGGAGACUGCCGGGGUCAACUCGGAGGAAGGUGGGGACGACGUCAAG
UCAUCAUGCCCCUUAUGnCnAGGGCUGCAAACAUGCUACAAUGGCCAGUACAnAGGGCUGCAA
ACCCGCGAGGnGGAGCGAAUCCCAAAAAGCUGGUCUCAGUUCGGAUCGUAGUCUGCAACUCG
ACUnCG
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R24:
CAACCCUUGACAUGGCAGGnCGGUUUCCAGAGAUGGAUnnCUUCACUUCGGUGACCUGCACAC
AGGUGCUGCAUGGCUGUCGUCAGCUCGUGUCGUGAGAUGUUGGGUUAAGUCCCGCAACGAG
CGCAACCCUCGnCCCUAGUUGCCAUCAUUUAGUUGGGCACUCUAAGGGGACUGCCGGUGAUA
AGCCGGAGGAAGGUGGGGAUGACGUCAAGUCnUCAUGGCCCUUACGGGUUGGGCUACACACG
UGCUACAAUGGCGGUGACAGAGGGCUGCUAGUCCGCGAGGACAUGCUAAUCCCUAAAAGCCG
UCUCAGUUCGGAUUGCACUCUGCAACUCGAGUGCA
R26:
ACAGGTGCTGCATGGCTGTCGTCAGCTCGTGTCGTGAGATGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGC
GCAACCCTCGTCCTTAGTTGCCATCATTCAGTTGGGCACTCTAAGGAAACCGCCGGTGATAAGC
CGGAGGAAGGTGGGGATGACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACACGCTGGGCTACACACGTGCT
ACAATGGCGGTGACAGTGAGCAGCTAACCCGCGAGGGTATGCTAATCTCCAAAAGCCGTCTCA
GTTCGGATTGTTCTCTGCAACTCGAGAGCA
R32:
CTGGGTTTGACATATGCCGGAAAGCTCCAGAGATGGAGCCCCnTTTnnGTCGGTACACAGGTGGT
GCATGGCTGTCGTCAGCTCGTGTCGTGAGATGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCGCAACCCTC
GTCCTATGTTGCCAGCGGGTAATGCCGGGGACTCATAGGAGACTGCCGGGGTCAACTCGGAGG
AAGGTGGGGATGACGTCAAGTCATCATGCCCCTTATGTCCAGGGCTTCACGCATGCTACAATGG
CCGGTACAAAGGGCTGCGATAnCGCAAGnTGGAGCGAATCCCAAAAAGCCGGTCTCAGTTCGGA
TTGGGGTCTGCAACTCGACCCCA
R34:
CAGCCCTTGACATCCCGATCGCGGATACGAGAGATCGTATCCTTCAGTTCGGCTGGATCGGAGA
CAGGTGCTGCATGGCTGTCGTCAGCTCGTGTCGTGAGATGTTGGGTTAAGTCCCGCAACGAGCG
CAACCCTCGCCCTTAGTTGCCAGCATTCAGTTGGGCACTCTAAGGGGACTGCCGGTGATAAGCC
GAGAGGAAGGTGGGGATGACGTCAAGTCCTCATGGCCCTTACGGGCTGGGCTACACACGTGCT
ACAATGGTGGTGACAGTGGGCAGCGAGACCGCGAGGTCGAGCTAATCTCCAAAAGCCATCTCA
GTTCGGATTGCACTCTGCAACTCGAGTGCA
